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Had I the heavens’ embroidered cloths,    
Enwrought with golden and silver light,    
The blue and the dim and the dark cloths    
Of night and light and the half light,    
I would spread the cloths under your feet: 
But I, being poor, have only my dreams;    
I have spread my dreams under your feet;    
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El diagnóstico de las geohelmintiasis por Ancylostoma duodenale, Necator americanus, Ascaris 
lumbricoides, Trichuris trichiura y Strongyloides stercoralis es actualmente uno de los grandes  
retos diagnósticos en parasitología, siendo además definidas por la Organización Mundial de la 
Salud (OMS) como las enfermedades  más prevalentes dentro de las Negleted Tropical 
Diseases (NTDs). Actualmente el diagnóstico basado en técnicas parasitológicas 
convencionales para las uncinariasis, ascariasis y tricuriasis  hacen necesario la puesta a punto 
de técnicas diagnósticas más sensibles y específicas para su correcta detección y para una 
mejor evaluación de los programas de control con administración masiva de fármacos 
establecidos por la OMS. En  el caso de la estrongiloidiasis, debido a la forma de la 
presentación de la enfermedad (crónica con un elevado porcentaje de asintomáticos), a la 
carencia de una técnica de referencia “gold standard” y  a la frecuencia de su aparición en 
nuestro país como una de las primeras causas de eosinofilia no filiada en población inmigrante 
y viajeros a zona endémica, este reto es aún mayor.  
Los objetivos en los cuales se encuentra enmarcada esta tesis doctoral responden, de una 
forma seria, novedosa y actual, al problema del diagnóstico de estas patologías con que se 
encuentra el personal sanitario del Sistema Nacional de Salud y los investigadores cuya línea 
de trabajo está dirigida al estudio de estas parasitosis. 
 La amplia batería de técnicas diagnósticas empleadas,  así como las herramientas utilizadas 
para llegar a ellas con una alta especificad y sensibilidad son totalmente acordes, novedosas y 
correctas para la consecución de los objetivos propuestos. La utilización de la metodología se  
ha realizado de una forma rigurosa y exhaustiva y los resultados obtenidos son de gran 
importancia para el avance en el diagnóstico de este conjunto de enfermedades, aportando 
nuevas herramientas diagnósticas que permitan la mejor detección de los parásitos implicados  
y un  mejor diseño y evaluación de las medidas de control  para su erradicación. 
Es de destacar  también que este estudio abre nuevas vías de investigación para analizar y 









The diagnosis of soil-transmitted helminths by Ancylostoma duodenale, Necator americanus, 
Ascaris lumbricoides, Trichuris trichiura and Strongyloides stercoralis is currently one of the 
great diagnostic challenges in parasitology, being also defined by the World Health 
Organization (WHO) as the most prevalent diseases within the Negleted Tropical Diseases 
(NTDs). Currently, diagnosis based on conventional parasitological techniques for hookworms, 
ascariasis and trichuriasis requires the development of more sensitive and specific diagnostic 
techniques for their proper detection and for better evaluation of control programs with mass 
administration of drugs established by the WHO. In the case of strongyloidiasis due to the form 
of presentation of the disease (chronic with a high percentage of asymptomatic), the lack of a 
gold standard reference technique and the frequency of its appearance in our country as one 
of the first causes of non-philic eosinophilia in immigrant populations and travellers to 
endemic areas, this challenge is even greater.  
The objectives in which this doctoral thesis is framed respond, in a serious, novel and current 
way, to the problem of the diagnosis of these pathologies with which the sanitary personnel of 
the National Health System and the investigators whose line of work is directed to the study of 
these parasitosis find themselves. 
The wide range of diagnostic techniques employed, as well as the tools used to reach them 
with high specificity and sensitivity are totally in line, novel and correct for the achievement of 
the proposed objectives. The use of the methodology has been carried out in a rigorous and 
exhaustive way and the results obtained are of great importance for the advance in the 
diagnosis of this group of diseases, providing new diagnostic tools that allow the best 
detection of the parasites involved and a better design and evaluation of the control measures 
for their eradication. 
It should also be noted that this study opens up new venues of research to analyse and 






   
    


































1.1. Generalidades de las infecciones por geohelmintos. 
En el año 1946, Norman Stoll en su discurso como presidente de la Sociedad 
Americana de Parasitólogos formuló la siguiente pregunta: “¿Cuántas helmintiasis humanas 
existen en el mundo?”. Setenta y tres años después no sabemos la respuesta. La única 
aproximación que encontramos es que existen más de 340 especies de helmintos asociadas a 
humanos (Coombs y Crompton, 1991), la mayoría zoonosis poco frecuentes, destacando trece 
de ellas como las especies más comunes: Fasciolopsis buski, Echinostoma spp., Taenia 
saginata, Taenia solium, Hymenolepis nana, Hymenolepis diminuta, Diphyllobothrium latum, 
Enterobius vermicularis, Strongyloides stercoralis, Ascaris lumbricoides, Trichuris trichiura, 
Ancylostoma duodenale y Necator americanus (Hall et al., 2008), siendo estas cinco últimas las 
consideradas como geohelmintos o helmintos transmitidos por el suelo (Soil transmitted 
helminths o STHs), aunque sólo para A. lumbricoides, T. trichiura, y para las uncinarias A. 
duodenale y N. americanus existen programas de control con administración masiva de 
fármacos ya que están incluidas dentro de la lista de las 20 enfermedades tropicales 
desatendidas o neglected tropical diseases (NTDs), elaborada por la Organización Mundial de 
la Salud (OMS) en el año 2003 y reelaborada en 2017. Estas enfermedades son endémicas en 
149 países de los 194 reconocidos por la Organización de las Naciones Unidas (ONU), y en al 
menos 100 países coexisten 2 o más de ellas. Se denominan NTDs debido a que: i) su presencia 
es mayoritaria en regiones de clima templado con niveles socioeconómicos bajos y ii) no 
reciben tanta atención como otras enfermedades que afectan a un menor número de 
personas en países con mejores condiciones de vida (WHO, 2010). A pesar de que S. stercoralis 
cumple con los dos requisitos previos, la OMS no lo incluye dentro de la lista ya que el 
tratamiento necesario para combatir la infección es diferente al utilizado para el resto de 
geohelmintos y porque requiere para su correcta detección técnicas de diagnóstico diferentes, 
lo que lleva asociado una subestimación de la enfermedad (Krolewiecki et al., 2013).  
Dentro de las NTDs, las geohelmintiasis son las más prevalentes por encima de la 
esquistosomiasis o las filariasis linfáticas y a su vez son las que causan mayor morbilidad. A 
pesar de que generalmente no derivan en muerte, una alta carga de estos parásitos, 
especialmente en niños, tiene graves consecuencias, provocando anemia y afectando 
principalmente al crecimiento y al desarrollo intelectual, resultando, según los últimos 
estudios, en aproximadamente unos 6 millones de años de vida ajustados por discapacidad o 
DALYs (Disability Adjusted Life Years) (Pullan et al., 2014)  (De Vlas et al., 2016) (Weatherhead 




cuatro especies A. lumbricoides, T. trichiura, A. duodenale, N. americanus y a S. stercoralis 
(Muller, 2002), y se ha excluido del estudio a E. vermicularis, ya que aunque el ser humano 
actúa como hospedador definitivo el conocimiento que se tiene de esta parasitosis es mayor 
por su fácil diagnóstico y tratamiento. 
Los nematodos, metazoos invertebrados donde se incluyen los geohelmintos, son 
organismos pseudocelomados, no segmentados, alargados, cilíndricos y con simetría bilateral. 
La parte exterior de su cuerpo forma una cutícula en tricapa (cortical, matriz y basal), con un 
importante papel en la osmorregulación, regulación iónica y nutrición (Noble y Noble, 1976). 
Su sistema digestivo es completo ya que poseen un tubo digestivo constituido por el esófago 
que se abre en el intestino y termina en el ano, situado ventralmente cerca del extremo 
posterior (Ash y Orihel, 2010). El sistema nervioso está desarrollado con un anillo 
circunfaríngeo. Existen cuatro fases larvarias (L1-L4) hasta el desarrollo de los adultos dioicos y 
generalmente la larva del tercer estadio (L3) es la responsable de la infección de un nuevo 
hospedador. Las larvas tienen dos extremos, uno anterior redondeado y uno posterior que 
bien puede terminar de forma roma o en punta (Muller, 2002). 
Desde un punto de vista taxonómico Ascaris spp., las uncinarias y Strongyloides spp. 
pertenecen a la clase Chromadorea (Secernentea) y Trichuris spp. a la clase Enoplea 
(Adenophorea). La principal diferencia entre estas dos clases taxonómicas es morfológica. La 
clase Chromadorea se caracteriza por la presencia de pequeños quimiorreceptores (fásmidios, 
anfidios y deridios), un sistema excretor tubular característico, los machos poseen un testículo 
y pueden presentar o no papilas caudales; mientras que la clase Enoplea posee anfidios post-
labiales, carece de fásmidios y deridios, no siempre poseen sistema excretor y cuando está 
presente éste es sencillo y no tubular, los machos tienen dos testículos y no presentan papilas 
caudales (Ferris, 2008). 
Los geohelmintos objeto del presente estudio se encuentran ubicados en estas dos 
clases, tal y como aparece reflejado en la siguiente clasificación taxonómica, referenciada en el 
National Center for Biotechnology Information (NCBI) en el área de taxonomía con los números 





• Clase: Chromadorea 
o Orden: Rhabditida 
◊ Familia: Ascarididae 
 Género: Ascaris 
 Especie: Ascaris lumbricoides  
◊ Familia: Strongyloididae 
 Género: Strongyloides 
 Especie: Strongyloides stercoralis  
◊ Familia: Ancylostomatidae 
 Género: Ancylostoma 
 Especie: Ancylostoma duodenale   
 Género: Necator 
 Especie: Necator americanus  
• Clase: Enoplea 
o Orden: Trichinellida 
◊ Familia: Trichuridae 
 Género: Trichuris  
 Especie: Trichuris trichiura  
1.1.1. Ascaris lumbricoides y ascariasis. 
1.1.1.1. Ascaris lumbricoides. 
En humanos la infección generalmente está causada por A. lumbricoides (Linnaeus, 
1758) ya registrado en el antiguo Egipto, tanto en el papiro de Ebers, donde se comenta su 
existencia y se incluyen recetas para su tratamiento con un vermífugo obtenido de la corteza 
de la raíz de la granada (medicamento utilizado hasta la mitad del siglo XX), como en momias 
egipcias de los años 800 a 300 a.C. Sin embargo, ya se sabe de su existencia en fechas 
anteriores dado que se han encontrado huevos en coprolitos humanos en Perú, con una 
antigüedad que data aproximadamente del año 2.277 a.C. También encontramos referencias a 
este parásito en escritos de médicos egipcios, chinos y griegos de diferentes épocas como 
Hipócrates, Aristóteles o Plinio. En la época romana, era conocido como Lumbricus teres 
(Shore Garcia, 2007), confundiéndose durante muchos años con la lombriz de tierra (Lumbricus 
terrestris), y no fue hasta el año 1683 cuando un médico británico, Edward Tyson, estudió y 
comparó la anatomía de los dos helmintos, dando por finalizado este equívoco. Este error no 
fue el único, puesto que en un inicio se pensó que la hembra era vivípara y que por tanto 




huevos en las materias fecales con la presencia de parásitos adultos. Años más tarde, en 1862, 
un médico francés, Casimir Joseph Davaine, trató sin éxito de infectar diferentes animales con 
huevos larvados de Ascaris spp. y concluyó que probablemente para ello debería existir un 
hospedador intermediario, posiblemente un miriápodo o ciempiés. En el año 1881, un 
científico italiano Giovanni Battista Grassi trató, con más acierto que el anterior, de definir el 
mecanismo de transmisión, infectándose, en este caso a sí mismo, ingiriendo una gran 
cantidad de huevos, aproximadamente 100 huevos embrionados, encontrando 
posteriormente huevos en sus heces (Cox, 1996). En 1915, Stewart FH, en Hong Kong, 
estableció el paso de las larvas por los pulmones tras sus experimentaciones con cerdos y 
ratones (Stewart, 1916). En 1922, una pediatra japonesa, Shimesu Koino, después de ingerir 
alrededor de 2.000 huevos embrionados, encontró larvas en su esputo 11 días después de su 
ingestión presentando dificultad respiratoria severa, con fiebre y cefalea. A los quince días de 
estos síntomas, tomó un antihelmíntico y eliminó más de 600 parásitos adultos en sus heces, 
estableciendo el ciclo completo del parásito (Kino, 1922). 
En relación al parásito A. lumbricoides podemos describir diferentes estadios 
parasitarios. 
• Huevos: 
o El huevo fecundado es típicamente de color pardo amarillento debido al pigmento 
biliar absorbido en las heces, con cubierta gruesa mamelonada que en algunos 
casos está ausente (huevo decorticado). Miden de 55 a 75 µm por 35 a 50 µm y se 
encuentran en estadio unicelular cuando se eliminan en las heces.  
o El huevo no fecundado es alargado y provisto de una cubierta delgada, con la capa 
mamelonada que varía desde mamelones irregulares hasta una capa 
relativamente lisa en la que faltan casi por completo los mamelones. Son de mayor 
tamaño que los fecundados con 85 a 95 µm por 43 a 47 µm y el contenido interno 
es una masa de gránulos refringentes y desorganizados (Ash y Orihel, 2010). 
• Larvas: las larvas del primer y segundo estadio (L1 y L2) se encuentran en el huevo, 
mientras que las mudas de éstas a L3 y L4 se producen en el hospedador vertebrado 
(ser humano). 
• Adulto: el parásito adulto presenta una cabeza provista de una boca con 3 labios bien 
diferenciados con diminutos dientes o dentículos.  
o Los machos miden de 15 a 30 cm por 2 a 3 mm y presentan el extremo posterior 
con curvatura en posición ventral. Los órganos genitales masculinos forman un 




túbulos colectores y conductos eyaculatorios, provistos de un par de espículas 
retráctiles que facilitan la copulación. Presenta numerosas papilas antes y después 
del ano (Noble y Noble, 1976).   
o Las hembras miden de 20 a 35 cm por 3 a 6 mm y poseen extremo posterior recto, 
sin enrollamiento. La vulva se encuentra cerca de la unión de los tercios anterior y 
medio del cuerpo y conduce a la vagina, que se ramifica para formar túbulos 
genitales pareados. Cada túbulo consiste en un receptáculo seminal, oviducto, 
ovario filiforme y útero (Noble y Noble, 1976). El útero es más ancho que las otras 
partes del túbulo y aloja los huevos.  
En referencia a su ciclo biológico, los adultos, tanto hembra como macho, habitan en el 
lumen del intestino delgado humano, donde se nutren del alimento semi-digerido del 
hospedador. Es en este lugar donde copulan y la hembra deposita los huevos, 
aproximadamente unos 200.000 al día (Sinniah, 1982), que son liberados junto con las heces al 
exterior. Estos huevos no están embrionados pero bajo ciertas condiciones de humedad, 
temperatura (15-30 °C), suelos arcillosos, poca luz y oxígeno, el huevo sufre una división 
blastomérica que evoluciona hacia una larva de primer estadio (L1). Después de 2 a 4 semanas 
la L1 experimenta el proceso de muda y se convierte en una larva de segundo estadio (L2). Los 
huevos conteniendo la larva L2 son la forma infectante para el humano. Debido a sus capas 
protectoras son muy resistentes a la desecación y a la temperatura, por lo que pueden 
permanecer viables varios años en ambientes adversos (Krasnonos, 1978) (Anderson, 1992). 
Los huevos infectantes al ser ingeridos por el ser humano llegan al duodeno donde 
eclosionan. La larva L2 perfora la cubierta por uno de sus polos, penetra en la pared intestinal 
alcanzando los vasos mesentéricos y llega al hígado. La larva permanecerá allí de 3 a 5 días, 
desarrollándose el tercer estadio larvario (L3). Su migración continúa por las venas 
suprahepáticas, vena cava inferior, aurícula y ventrículo derecho y arterias pulmonares hasta 
llegar a los alveolos, donde se transformará en el cuarto estadio larvario (L4). De ahí asciende 
por los bronquios hacia la tráquea para ser deglutida pasando por el esófago, hasta llegar al 
intestino delgado donde madurará a adulto. Aproximadamente 2 meses post-infección se 
pueden encontrar huevos en las heces (Tay, 1993). 
1.1.1.2. Ascariasis. 
Una de las primeras consecuencias que puede ocurrir tras la infección es la formación 
de granulomas eosinofílicos en el hígado como consecuencia de la muerte de las larvas 




puede producir una intensa respuesta inflamatoria caracterizada por fiebre, tos no productiva, 
disnea e infiltrados pulmonares conocida como síndrome de Löffler o neumonía eosinofílica, 
ya que estos síntomas van asociados con una eosinofilia marcada, así como con una reacción 
urticariforme o edema, sobre todo si ha existido una sensibilización previa. Las 
manifestaciones de la ascariasis intestinal dependen de la carga parasitaria. Con frecuencia es 
asintomática y si la carga es moderada pueden aparecer trastornos digestivos inespecíficos: 
náuseas, vómitos, dolor abdominal y episodios diarreicos esporádicos. Durante esta fase 
intestinal la eosinofilia disminuye, e incluso desaparece. Si la parasitación es elevada se puede 
producir distensión abdominal, dolor y, sobre todo en infección infantil, un cuadro de oclusión 
intestinal. En niños pequeños, si los parásitos adultos se acumulan en el íleon pueden 
ocasionar una obstrucción parcial ya que el lumen es pequeño, además de causar invaginación 
y estrangulación intestinal que puede provocar necrosis que conlleva riesgos de perforación 
intestinal y peritonitis (Yetim, 2009). Los adultos pueden penetrar en el apéndice produciendo 
un cólico agudo y gangrena del mismo, resultando en un cuadro clínico indistinguible de la 
apendicitis. Se han reportado casos de intolerancia a la lactosa y malabsorción de la vitamina A 
asociados a infecciones por A. lumbricoides (Hall et al., 2008). Por otro lado, en presencia de 
fiebre alta, los adultos tienden a moverse apareciendo en ano o nasofaringe. De forma menos 
frecuente, y más común en adultos, se han descrito cuadros de cólico biliar, colecistitis, 
colangitis, pancreatitis y abscesos hepáticos, como consecuencia de un bloqueo del orificio del 
conducto biliar por la entrada de los adultos en el duodeno (Grover, 2001) (Alvaro, 2008). 
1.1.2. Trichuris spp. y tricuriasis. 
1.1.2.1. Trichuris trichiura. 
El principal causante de la infección en el humano es T. trichiura (Roedere, 1761), cuyo 
primer registro data de Morgan, un científico italiano que identificó en 1740 la presencia del 
parásito en el colon, aunque el estudio de momias ha permitido conocer su presencia en 
América Precolombina y Eurasia alrededor del 3.300 a.C. (Aspock, 1996). También, en 
excavaciones realizadas en Namur (Bélgica), se han encontrado huevos que datan de la época 
Galo-Romana (600 a.C. hasta 200 d.C.). En Chile, en una momia inca del siglo XV d.C. 
encontrada a 5.355 m de altura, se observaron en el recto huevos de T. trichiura en perfecto 
estado de conservación. En 1761 Roedere, físico alemán, determinó su morfología y en 1771 
Linneo lo catalogó. El ciclo vital de este organismo fue descrito por primera vez por 





En cuanto a la morfología a continuación se describen las formas parasitarias: 
• Los huevos miden de 50 a 54 µm por 23 µm. Tienen forma de barril, de color marrón 
debido al pigmento biliar, con dos capas, exterior e interior, y  unas prominencias 
polares transparentes con alto contenido en quitina (Muller, 2002). 
• Larvas: las larvas L1 a L4 se desarrollan en el intestino del hospedador humano a partir 
del huevo embrionado. 
• Adulto: este parásito también se conoce como whipworm, cuya traducción literal sería 
la de “gusano látigo” o tricocéfalo debido a que posee una parte anterior delgada y 
una posterior más ancha, confiriendo a los adultos esa forma característica.  El esófago 
se encuentra en la porción anterior estrecha y el ano en la posterior más gruesa. El 
esófago es simple, no muscular, se extiende dos tercios desde el extremo anterior y 
está recubierto por una serie de glándulas unicelulares conocidas como esticocitos que 
poseen funciones de secreción, comunicación y soporte, y conforman el esticosoma 
(Muller, 2002). 
o El macho mide de 30 a 45 mm por 0,6 mm con el extremo caudal enrollado 
ventralmente. En el extremo posterior del cuerpo sobresale una espícula a través 
de la vaina cuticular espinosa y retráctil (Noble y Noble, 1976). 
o La hembra mide de 35 a 50 mm por 0,7 mm. La vulva se encuentra en el extremo 
anterior del cuerpo y se abre en la unión del esófago e intestino (Noble y Noble, 
1976). El útero, situado en la porción posterior, puede contener alrededor de 
60.000 huevos a la vez (Muller, 2002). 
En el ciclo de vida, las hembras adultas de T. trichiura habitan en la mucosa del ciego y 
depositan diariamente entre 2.000 y 20.000 huevos (Bundy y Cooper, 1989). Los huevos no 
embrionados son expulsados juntos con las heces y depositados en el suelo. Es necesario que 
se den unas buenas condiciones ambientales de humedad y que no se encuentren expuestos 
directamente al sol para que se desarrollen (14-21 días aproximadamente), siendo por tanto la 
temperatura un elemento determinante (4-6 meses a 15 °C; 3-4 semanas a 26 °C; 17 días a 30 
°C y 11 días a 35 °C) y presentando éstos capacidad de sobrevivir en el suelo durante varios 
años (Muller, 2002). Los huevos embrionados son ingeridos por el ser humano desplazándose 
por el tubo digestivo hasta el intestino delgado, donde las larvas romperán las prominencias 
mucosas del huevo y utilizarán la microflora intestinal y los nutrientes para multiplicarse y 
crecer. Estas larvas del primer estadio (L1) penetrarán en las glándulas de Lieberkühn 
descendiendo hasta el ciego y la parte superior del colon donde madurarán y se transformarán 




formados mediante un proceso de fusión de la célula huésped en respuesta a proteínas 
derivadas del parásito. La porción posterior del parásito, más ancha, rompe la pared del túnel 
epitelial para sobresalir a la luz. Los adultos copulan utilizando la porción posterior de sus 
cuerpos que queda libre hacia el lumen (Bogitsh, 2005). La hembra adulta deposita los huevos 
transcurridos unos 60 o 70 días después de la infección y son viables de uno a dos años.  
1.1.2.2. Tricuriasis. 
Las infecciones leves producidas por T. trichiura son asintomáticas y las moderadas se 
caracterizan por diarrea ocasional, dolor tipo cólico y en las fases iniciales de la enfermedad 
puede aparecer eosinofilia de hasta el 25%. Sin embargo, en las infecciones masivas se observa 
diarrea (con presencia de moco y sangre en las heces), tenesmo, colitis crónica similar a la 
enfermedad de Crohn, dolor abdominal y prolapso rectal, principalmente en niños 
malnutridos. Esta infección provoca retraso del crecimiento en la población infantil, 
perjudicando así la cognición y el rendimiento escolar (Simeon et al., 1994) (Cooper et al., 
1995). La formación de úlceras, como consecuencia de la fijación del parásito, además de 
producir pérdida directa de sangre (0,005 ml/adulto/día) que conlleva a desarrollar anemia 
ferropénica, predispone a la disentería amebiana ya que proporcionan un sitio adecuado para 
la invasión por Entamoeba histolytica (Muller, 2002). De forma poco frecuente se han descrito 
casos de apendicitis o formación de granulomas debido a la inflamación e irritación del lumen 
del apéndice en presencia de altas cargas parasitarias (Muller, 2002). 
1.2.3. Ancylostoma duodenale/Necator americanus y uncinariasis. 
1.2.3.1. Ancylostoma duodenale/Necator americanus. 
Las principales especies causantes de las uncinariasis en el ser humano son A. 
duodenale (Dubini, 1843) y N. americanus (Stiles, 1902), conocidas como uncinarias. En el caso 
de las uncinarias se han encontrado huevos de Ancylostoma spp. en un coprolito humano que 
data del año 3.350 a.C., aunque también se menciona en el papiro de Ebers y en la obra de 
Hipócrates. La enfermedad era conocida en Egipto y Europa como “clorosis egipcia” debido al 
color grisáceo que tomaba la piel (Cox, 1996) y los campesinos colombianos se referían a ella 
como “tuntún”, apelativo onomatopéyico derivado de la cefalea, una sensación de golpe 
repetido por la pulsación de las arterias craneales debido a la anemia (Robledo-Villegas y 
Posada Arango, 1995). En Brasil, se encontraron huevos y larvas de la especie A. duodenale en 
momias humanas datadas de los años 430 y 340 a.C. y en China, en el siglo III a.C. se hablaba 
de esta enfermedad como la causa de la pereza y del color amarillo de la piel en los 
trabajadores enfermos. También se han encontrado huevos de A. duodenale en momias 




parásitos y sugirió como tratamiento el extracto de helecho macho. Sin embargo, el hallazgo 
de Avicena quedó silenciado hasta 1842, cuando un médico italiano, Angelo Dubini, en Milán, 
encontró estos parásitos en una autopsia, y los clasificó como Agchylostoma duodenale, cuyo 
género cambio luego por Ancylostoma que quiere decir “boca de ganchos”. Unos años más 
tarde, en 1854 un psiquiatra alemán, Whilhelm Griesinger, estableció la relación entre estos 
nematodos y la enfermedad que provocaban. En 1879, cuando se trabajaba construyendo el 
túnel de San Gotardo en los Alpes suizos, ocurrieron 117 muertes por uncinarias, lo cual obligó 
a suspender los trabajos y se estableció la relación entre la presencia de los parásitos y la 
anemia. El ciclo de vida se descubrió a comienzos del siglo XX, cuando Loss tuvo una infección 
accidental en Egipto al realizar experimentos con larvas de Ancylostoma. Tiempo después, 
Giovanni Battista Grassi (1889) demostró la presencia de huevos de uncinarias en las heces 
humanas y propuso este método para el diagnóstico de la parasitosis. Según los registros, la 
especie A. duodenale es originaria de Asia, mientras que N. americanus de África, aunque hay 
evidencia de que este último llegó a América hace más de 5.000 años. 
Ambos presentan diferentes formas parasitarias que se describen a continuación. 
• Los huevos miden de 56 a 60 µm por 34 a 40 µm, indistinguibles entre ambos 
parásitos, son ovalados con una envoltura delgada y transparente.  
• Larvas 
o Rabditiformes: similares en ambos parásitos, son móviles y miden 
aproximadamente 250 µm de largo. El extremo anterior es romo con una 
cápsula bucal larga, seguida de un esófago muscular donde se distinguen tres 
partes: el cuerpo, el istmo y el bulbo. El intestino también es visible y termina 
en el ano. El primordio del órgano genital es puntiforme y su extremo 
posterior es puntiagudo. Estas larvas se denominan rabditiformes porque la 
estructura del esófago se asemeja a la del nematodo de vida libre Rhabditis. 
o Filariformes: son la forma infectiva, exhiben una gran movilidad y miden casi el 
doble que las larvas rabditiformes, alrededor de 500 µm de longitud. El 
esófago es filariforme y presenta una pequeña protuberancia en su unión con 
el intestino (Udonsi y Atata, 1987). 
• Adulto: los parásitos adultos de ambas especies presentan una morfología cilíndrica 
similar, con la parte anterior curvada en forma de “gancho” (hook), de ahí que se les 
conozca como hookworm, muy prominente en el caso de N. americanus y no así en A. 




láminas cortantes semilunares, en cambio, en A. duodenale es elongada, con forma de 
pera y tiene dos pares de dientes.  
 A. duodenale 
o El macho mide de 8 a 11 mm por 0,45 mm. La bursa es extendida, 
más ancha que larga. 
o La hembra mide de 10 a 13 mm por 0,6 mm. La vulva se localiza en 
la parte media posterior. 
 N. americanus 
o El macho mide de 9 a 11 mm por 0,35 mm. La bursa es estrecha, 
más larga que ancha. 
o La hembra mide de 10 a 13 mm por 0,6 mm. La vulva se localiza en 
la parte media anterior.  
En el caso del ciclo de vida de A. duodenale la hembra adulta produce en el intestino 
delgado unos 30.000 huevos al día y en el caso de N. americanus de 5.000 a 10.000. En ambas 
especies, los huevos son liberados junto con las heces al exterior, donde madurarán en el suelo 
siempre y cuando las condiciones de temperatura y humedad sean favorables. Estos huevos 
eclosionarán dando lugar a larvas rabditiformes (L1) y éstas madurarán a una etapa juvenil 
(L2). Tanto L1 como L2 son larvas no infectantes y se alimentan de bacterias y residuos 
orgánicos del suelo. Las larvas L2 se transformarán en larvas filariformes (L3) las cuales son 
infectivas al ser capaces de penetrar a través de la piel. Durante este último estadio no se 
alimentan pero son móviles y se desplazan a las capas superiores del suelo para aumentar la 
posibilidad de contacto con la piel humana, estando presentes sobre todo en los primeros 2 
cm de tierra (Muller, 2002). Para su penetración, es necesario la ayuda de enzimas 
proteolíticas como hialuronidasa y metaloproteasas que impiden la adhesión de las células de 
la dermis por degradación del colágeno, fibronectina, laminina y elastina de la matriz 
extracelular de la piel, permitiendo la migración de la larva por ella (Schneider et al., 2011). 
Después de la penetración de la piel, ingresan en las vénulas subcutáneas y en los vasos 
linfáticos para acceder a la circulación periférica del hospedador. Las larvas L3 llegarán a los 
vasos sanguíneos de la dermis y migrarán por vía venosa a los pulmones, penetrando en los 
alveolos, desde donde ascenderán a la tráquea para ser deglutidas y alcanzarán el intestino 
delgado. Durante la migración sufren otras 2 mudas madurando al estado adulto. Las 
uncinarias adultas son maduras sexualmente al cabo de 3 a 5 semanas post-infección, 
momento en que las hembras empiezan a producir los huevos que aparecerán en las heces. 




spp. también lo es mediante la ingestión de sus larvas L3, no existiendo en este caso una fase 
pulmonar. Se ha postulado también la transmisión lactogénica durante la lactancia (Prieto-
Pérez et al., 2016). 
1.2.3.2. Uncinariasis. 
En el caso de las infecciones por uncinarias la sintomatología también está 
directamente relacionada con la carga parasitaria y en infecciones leves los pacientes son 
asintomáticos. De acuerdo a las distintas etapas de invasión del parásito, los síntomas que se 
presentan son cutáneos, pulmonares e intestinales. En los sitios de penetración de las larvas, 
principalmente, manos, piernas y pies, podemos encontrar lesiones cutáneas pruriginosas 
(Schneider et al., 2011), que puede conllevar a una infección secundaria con dermatitis 
papulovesicular (Muller, 2002). Debido a la migración de las larvas por los pulmones puede 
producirse un cuadro semejante al síndrome de Löffler con fiebre, tos, disnea y sibilancias. En 
esta fase suele haber eosinofilia y pueden presentarse cuadros de neumonitis o bronquitis. 
Cuando la infección por A. duodenale se produce vía oral, las migraciones de las larvas 
provocan un síndrome conocido como enfermedad de Wakana caracterizado por náuseas, 
vómitos, tos, disnea, irritación faríngea, afonía y eosinofilia. En cuanto a los síntomas 
digestivos se observa dolor abdominal, diarrea, náuseas y pérdida de peso. El signo clínico 
principal y más frecuente en esta fase es la anemia ferropénica, consecuencia de la hemorragia 
intestinal crónica que sufren los pacientes por la fijación de los gusanos adultos a la mucosa 
intestinal mediante su aparato bucal. La pérdida de sangre diaria provocada por un adulto de 
N. americanus es de 0,03 a 0,05 ml y por A. dudodenale es mayor (0,14-0,25 ml), aunque en 
ambos casos se produce una reabsorción de la hemoglobina en el intestino. A la anemia se le 
unen además otros síntomas como la apatía, palidez, síncope y angina de pecho. No existe una 
clara relación entre la presencia de uncinarias y la disminución en el proceso de 
hematopoyesis, pero sí se ha demostrado que son capaces de disminuir la vida media de los 
eritrocitos además de captar proteínas plasmáticas, principalmente la albúmina, que trae 
como consecuencia la aparición de edema asemejándose a un síndrome nefrótico, hecho 
especialmente presente cuando el hospedador no ingiere la cantidad suficiente de hierro 
(Muller, 2002). El extenso daño a la mucosa puede producir necrosis asociada a un déficit de 
vitamina B12 y ácido fólico, y se ha descrito una relación directa de la infección con el 
síndrome de malabsorción (Haswell-Elkins et al., 1987). En niños se ha descrito retraso en el 
crecimiento y hay evidencia de que la infección también disminuye la capacidad cognitiva 




1.2.4. Strongyloides spp. y estrongiloidiasis. 
1.2.4.1. Strongyloides stercoralis. 
Existen dos especies, S. stercoralis y S. fuelleborni, causantes de la infección en 
humanos, siendo la primera especie la más frecuente (Bavay, 1876). En un primer momento 
denominada “anguilulosis”, fue descubierta en 1876 por Louis Alexis Normand, un médico de 
la marina francesa, en un grupo de soldados que había regresado de la Cochinchina (actual 
Vietnam) y que presentaban un cuadro clínico diarreico. Por ello, en un principio esta 
parasitosis también era conocida como “diarrea de Cochinchina”, pero hasta 50 años después 
no se pudo describir el ciclo completo del parásito causante. Como hechos destacados, de 
1900 a 1914, Askanazy, Durme, Loos, Ransom y Fülleborn describieron las vías de invasión y su 
ciclo biológico; en 1926, Fülleborn demostró la autoinfección en la piel perianal; y de 1933 a 
1935, Faust corroboró la posibilidad de hiperinfección intestinal (Grove, 1996). 
A continuación se detallan los diferentes estadios que presenta este parásito. 
• Huevos: miden de 50-60 μm por 30-35 μm, son ovoides con envoltura delgada y 
transparente.  
• Larvas: 
o Rabditiformes: miden 250 µm de largo, diferenciables de las larvas de 
uncinarias porque presentan una cápsula bucal más corta. 
o Filariformes: son la forma infectiva y miden el doble (550 µm de largo) que las 
larvas rabditiformes, al igual que ocurre en las larvas de uncinarias pero 
difieren de éstas en la falta de vaina, la presencia de una pequeña hendidura 
en la punta de la cola y la mayor longitud de la faringe.  
• Adulto: La cutícula está finamente estriada y la cola es puntiaguda. El esófago ocupa el 
tercio anterior del cuerpo y se une al intestino medio, que se abre en el ano ventral a 
una corta distancia del extremo posterior. 
o Hembra: La hembra de vida libre es más corta (1 mm) y más robusta que la 
forma parasitaria (2-3 mm) y tiene un esófago rabditiforme corto, muscular y 
con un bulbo posterior agrandado, similar al de Rhabditis. La vulva se abre 
ventralmente en la unión de los tercios medio y posterior. El útero, los 
oviductos y los túbulos ováricos están emparejados, una de las ramas se 




o Macho: El macho de vida libre mide entre 0,4-0,7 mm y tiene una cola 
puntiaguda con dos espículas y un gubernáculo que facilita la copulación. El 
esófago es rabditiforme. No existen machos adultos parásitos. 
El ciclo biológico puede seguir dos pautas de desarrollo: un ciclo directo u homogónico 
(parasítico) o un ciclo indirecto o heterogónico (de vida libre) (Grove, 1996). 
En el ciclo directo, las hembras parásitas adultas habitan en el intestino delgado. La 
ovoposición tiene lugar en el epitelio o incluso en la submucosa, donde los huevos se 
transformarán en larvas rabditiformes (L1) y migrarán hacia el lumen intestinal para ser 
eliminadas con las heces. Estas larvas sufren dos mudas sucesivas hasta convertirse en larvas 
filariformes (L3), las cuales son infectivas para el ser humano, se alimentan de bacterias en el 
suelo y si las condiciones ambientales son óptimas pueden vivir alrededor de 2 semanas. La 
infección comienza cuando las larvas L3, presentes en el suelo, penetran a través de la piel del 
hospedador (normalmente por los pies o más raramente por la mucosa bucal) con la ayuda de 
enzimas (principalmente metaloproteasas). Atraviesan los capilares sanguíneos y linfáticos, 
ascienden hasta el corazón y a través de las arterias pulmonares llegan a los pulmones, donde 
mudan a L4. De allí pasan a la tráquea, son deglutidas, y alcanzan el duodeno-yeyuno, donde 
se transformarán en hembras adultas partenogenéticas que producirán huevos 
aproximadamente a los 17 días post-infección. En esta fase parasitaria no se encuentran 
machos. 
En el ciclo indirecto, las larvas rabditiformes (L1) sufrirán cuatro mudas 
transformándose en hembras y machos adultos de vida libre, siempre y cuando las condiciones 
externas, en términos de humedad, temperatura y nutrientes, principalmente, sean 
adecuadas. Tras la cópula las hembras pondrán huevos en el suelo. Estos huevos eclosionarán 
pocas horas después dando lugar a larvas rabditiformes, las cuales podrán seguir un ciclo 
directo o indirecto. Las condiciones adversas (como suelos ácidos o anegados, temperaturas 
fuera del rango entre 20 °C y 37 °C y carencia de alimentos) inhiben el desarrollo de las larvas 
hasta adultos de vida libre permaneciendo como formas infectantes; por el contrario, las 
condiciones adecuadas favorecen el desarrollo de las larvas hasta adultos produciendo el ciclo 
de vida libre.  
En el ser humano podemos distinguir dos formas de infección endógena diferentes 
debido a la capacidad del parásito de reproducirse dentro del hospedador sin necesidad de 
salir al exterior provocando: i) infecciones crónicas en el hospedador (autoinfección) y ii) 




hospedador. La hiperinfección se produce cuando el paciente con estrongiloidiasis crónica o 
una primoinfección sufre una inmunosupresión de manera que el ciclo del parásito se acelera, 
aumentando la carga parasitaria, lo que puede llevar a provocar una infección diseminada. En 
la autoinfección las larvas rabditiformes, tras dos mudas, se transforman en larvas filariformes 
en el intestino y pueden penetrar en la mucosa intestinal (autoinfección interna) o atravesar la 
piel de la región perianal (autoinfección externa); en ambos casos llegarán a los pulmones y 
tras su deglución pasarán al intestino. Este proceso explica que la enfermedad pueda persistir 
durante décadas sin necesidad de una nueva exposición (Muller, 2002). 
1.2.4.2. Estrongiloidiasis 
La mayoría de los pacientes permanecen asintomáticos y pueden mantenerse así 
durante muchos años. Sin embargo, tras la penetración cutánea de las larvas puede aparecer 
prurito y edemas locales, aunque estas lesiones pueden pasar inadvertidas. El síndrome 
cutáneo de larva currens (tractos serpiginosos urticariformes y pruriginosos) es típico de la 
primoinfección, debido a la migración de las larvas por la piel, principalmente presente en 
nalgas, ingles y/o tronco. La etapa pulmonar se caracteriza por un cuadro que recuerda al 
síndrome de Löffler con eosinofilia. La intensidad de la patología intestinal está en relación 
directa con el número de parásitos existentes, con dolor epigástrico, náuseas, vómitos, 
anorexia, diarrea y eosinofilia. En el caso de la hiperinfección, en ocasiones potenciada por una 
disminución en la movilidad del intestino, la sintomatología pulmonar se agrava con 
bronconeumonía y hemorragias intraalveolares, y la intestinal se exacerba con diarrea 
esteatorreica, instaurándose un cuadro de enteritis con malabsorción y un desequilibrio 
electrolítico (Muller, 2002) que puede ir acompañado de infección bacteriana. Sí las larvas se 
acumulan en los vasos linfáticos pueden causar una linfangitis granulomatosa, este hecho 
puede conllevar una fibrosis y una pérdida en la elasticidad del abdomen. Se han descrito 
casos también de íleo paralítico, meningitis, abscesos y septicemia. En niños, aunque la 
infección es menos frecuente, puede tener consecuencias graves como el desarrollo de la 
enfermedad de Kwashiorkor o el síndrome de emaciación (Muller, 2002). La estrongiloidiasis 
diseminada debida a la invasión por las larvas de otras vísceras u órganos (riñón, corazón, 
páncreas) produce una sintomatología de acuerdo a los sitios afectados y es frecuente en 
pacientes con leucemia, en tratamiento inmunosupresor después de un transplante o que 
sufran malnutrición (Krolewiecki et al., 2013). Se ha descrito que en presencia de 
corticosteroides se estimula la producción de hormonas de muda del parásito (principalmente 
ecdisona) favoreciendo su desarrollo. Existe una clara relación de este parásito con la infección 




1.2. Epidemiología de las geohelmintiasis. 
1.2.1. Las geohelmintiasis en países endémicos. 
Las geohelmintiasis prevalecen y son endémicas principalmente en áreas desprovistas 
de infraestructuras sanitarias, con viviendas precarias y entornos de pobreza. Más de 2.000 
millones de personas en el mundo están infectadas por al menos una especie de este grupo de 
patógenos. Según las últimas estimaciones, 1.200 millones de personas están infectadas con A. 
lumbricoides, 800 millones con T. trichiura y 700 millones con uncinarias (N. americanus y/o A. 
duodenale) (Pullan et al., 2014).  Hay que destacar que estos datos no incluyen el número de 
infecciones por S. stercoralis, pero según la OMS hay entre 30 y 100 millones de personas 
afectadas, aunque los últimos datos publicados están más próximos al valor superior del 
intervalo (Schar et al., 2013) (Puthiyakunnon et al., 2014), haciendo especial énfasis en la falta 
de datos procedentes de zona endémica y en la certeza de que la prevalencia está 
subestimada.  
Asia contribuye con casi el 70% de la prevalencia mundial de las geohelmintiasis, en el 
que 298, 140 y 101 millones de personas están infectadas con A. lumbricoides, T. trichiura y 
uncinarias, respectivamente (Pullan et al., 2014). El número de casos está principalmente 
concentrado en los países del sur de Asia con una población total de 1.500 millones de 
habitantes, contribuyendo la India con el 21% de la prevalencia global de las STHs, seguido por 
China con un 18% (Pullan et al., 2014), y describiéndose una prevalencia mayor generalmente 
en las zonas rurales frente a las urbanas (Nitin et al., 2007). Después de estos dos países 
superpoblados, la mayor concentración de geohelmintiasis se encuentra en los países del 
sudeste asiático (Brunei, Camboya, Timor Oriental, Indonesia, República Democrática Popular 
de Lao, Malasia, Myanmar, Filipinas, Singapur, Tailandia y Vietnam). De entre ellos, 
actualmente Brunei y Singapur no se consideran endémicos, por lo que no tienen programas 
específicos de control para las geohelmintiasis (Anon, 2008). Sin embargo, en los años 60 
Singapur presentaba unas altas tasas de prevalencia (Desowitz, 1963), que fueron 
disminuyendo gracias a la urbanización y a la mejora en las condiciones de vida. Por otro lado, 
Indonesia, Malasia, Filipinas y Tailandia, que sí cuentan con programas específicos de control, 
todavía a día de hoy reportan rangos de prevalencia para Ascaris spp. de 0-90%, 1-66%, 11-
51% y 0-22%, para Trichuris spp. de 0-78%, 1-97%, 28-71% y 0-39%, y para uncinarias de 0-
35%, 0-34%, 1-24% y 0-38%, respectivamente, encontrándose generalmente las cifras más 
bajas en Tailandia. Países como Camboya, República Democrática Popular de Lao, Myanmar y 
Vietnam, territorios que han sufrido una elevada inestabilidad política y presentan tasas de 




amplios de prevalencias para estas geohelmintiasis. Por último, en Timor Oriental, incluido 
como país independiente desde 2002 tras independizarse de Indonesia, sólo hay datos 
recogidos de prevalencia de Ascaris spp. (49%) y de uncinarias (67%), pero debido a su 
situación socio-económica y al clima se espera que éstas puedan ser más elevadas (Jex et al., 
2011). Datos similares se han descrito recientemente en el metanálisis realizado por Silver et 
al. (2018) sobre la prevalencia de geohelmintiasis en el sur y sudeste asiático, confirmándose 
que A. lumbricoides es el parásito más frecuente con una prevalencia del 18% seguida de T. 
trichiura y de uncinarias (Crowe et al., 2014) (Belhassen-Garcia et al., 2017b). La ascariasis 
aparece en esta revisión muy extendida en el sur del continente, siendo Myanmar y Filipinas 
los países más prevalentes y Tailandia, con un 1% de prevalencia, el menor. Por otro lado, la 
mayor proporción de individuos infectados con T. trichiura se encontró en Filipinas y Malasia y 
la más baja en Pakistán. El país con mayor prevalencia de uncinarias fue República 
Democrática Popular de Lao, seguido por Vietnam y Camboya, siendo los menos prevalentes 
Pakistán y Myanmar (Silver et al., 2018). 
Sin embargo, en cuanto a la estrongiloidiasis, se han reportado altas tasas de 
prevalencia en áreas rurales de Tailandia (7,7-53,8%) (Sithithaworn et al., 2003) (Pinlaor et al., 
2005) y de Malasia (35,9%), siendo más bajas en República Democrática Popular de Lao 
(30,8%), Camboya (24,5%), Indonesia (5,2%) y China (6,4%) pero no se dispone de datos para 
esta geohelmintiasis en el resto de países del sudeste asiático (Longfils et al., 2005; Widjana y 
Sutisna, 2000) (Sithithaworn et al., 2006) (Chhakda et al., 2006) (Sayasone et al., 2009) 
(Copelovitch et al., 2010) (Schar et al., 2016).  
Después del continente asiático, África es el siguiente en cuanto a contribución 
mundial de una mayor prevalencia de geohelmintiasis. Se estima que en África subsahariana 
hay aproximadamente 866 millones de personas infectadas y en el resto del continente unos 
477 millones de personas (Pullan et al., 2014). Las publicaciones existentes son escasas y las 
que hay están principalmente referidas al África subsahariana, con datos muy heterogéneos. El 
trabajo que hemos llevado a cabo en este estudio dentro del continente africano se ha 
realizado en tres zonas geográficas de África subsahariana: Etiopía, Angola y Mozambique, por 
lo que nos centraremos de forma más exhaustiva en los datos concernientes a estos países. 
Según datos de la OMS en el año 2017, de entre estos tres países subsaharianos, Etiopía es el 
país que presenta un mayor número de niños en edad escolar y pre-escolar que requieren 




Etiopía es un país que está catalogado por el Comité de Ayuda al Desarrollo como País 
Menos Adelantado, y ocupa el puesto 173 de un total de 189 países según el Índice de 
Desarrollo Humano de 2018. Tiene un clima tropical dependiente de la altitud, la estación de 
lluvia tiene lugar entre junio y septiembre y la estación seca, en ocasiones interrumpida, 
sucede en febrero o marzo. La ciudad de Bahir Dar pertenece a la región Amhara, al noreste 
del país, en las proximidades del Lago Tana, el lago más grande de Etiopía y fuente del Nilo 
Azul. Existen numerosos artículos de la presencia de geohelmintiasis en el país. De hecho, es 
considerado como uno de los países más afectados por helmintos, estimándose en más de 26, 
21 y 11 millones las personas afectadas por A. lumbricoides, T. trichiura y uncinarias, 
respectivamente (Samuel et al., 2017). En el año 2016, un estudio realizado con nuestra 
participación en población infantil en la misma zona geográfica objeto de nuestro estudio 
reveló que la prevalencia de estrongiloidiasis era del 20,7% al combinar técnicas 
parasitológicas (microscopía convencional y técnica de Baermann) con moleculares (PCR en 
tiempo real) y de más del doble (54,5%) para uncinariasis al utilizar únicamente las técnicas 
parasitológicas, encontrando además coinfección en un 16,3% de los casos (Amor et al., 2016). 
También fueron predominantemente descritas las uncinariasis en un estudio realizado en 
niños de entre 7 a 14 años en Sebatamit (zona rural de Bahir Dar) con una prevalencia del 
31,7% obtenida al utilizar el método de concentración de Ritchie, siendo menos prevalentes 
las infecciones por A. lumbricoides (1,2%) y S. stercoralis (0,2%) (Hailu, 2018). En un estudio en 
población infantil de escuelas ubicadas alrededor del Lago Tana se recogen porcentajes muy 
similares tras realizar una concentración formol-éter, siendo las geohelmintiasis más 
frecuentes las uncinariasis con un 31,6% (Afework et al., 2016). Estos datos también se 
reproducen en otros estudios en población infantil de la región de Amhara, donde la 
prevalencia de las uncinarias destaca frente al resto, seguida de las ascariasis y tricuriasis (Abdi 
et al., 2017) (Nute et al., 2018) (Leta et al., 2018). 
En el sur del país los datos recogidos apuntan hacia una menor prevalencia de las 
uncinariasis, siendo superada por la ascariasis. En el año 2017, en un estudio realizado en 
población escolar de la ciudad de Ambo (región Oromia, próxima a la capital del país) se 
obtuvo una prevalencia de uncinarias del 2,8%, encontrando, al visualizar las muestras por 
microscopía tras una concentración formol-éter, como geohelminto más prevalente a A. 
lumbricoides (7,8%) y como menos a T. trichiura (2,2%) (Samuel et al., 2017). Más al sur del 
país un estudio realizado alrededor del Lago Awassa en población de mayor edad (estudiantes 
de entre 10 y 15 años) reveló datos de prevalencia mayores para A. lumbricoides (44,4%) y 




Shimelis et al., 2017). Más al sur de esta zona, en Yigacheffee, también se han obtenido 
prevalencias del 21,7%; 16,7% y 7,2% para A. lumbricoides, uncinarias y T. trichiura en 
población infantil en edad escolar (Molla y Mamo, 2018).  
Hay que destacar que la gran mayoría de los trabajos llevados a cabo en este país 
tienen como objeto de estudio la población infantil, no habiendo prácticamente datos de lo 
que ocurre en la población general. Aun así, los datos disponibles apuntan a que de forma 
global las geohelmintiasis más predominantes son las uncinariasis detectadas principalmente 
mediante técnicas parasitológicas. La estrongiloidiasis únicamente ha sido reportada en 
aquellos estudios en los que se utilizan técnicas parasitológicas más específicas para su 
diagnóstico como el método de Baermann o técnicas moleculares (Krolewiecki et al., 2013) 
(Amor et al., 2016). 
Los datos existentes para los países fronterizos con Etiopía también son heterogéneos. 
Así, en un estudio realizado en el norte de Kenia en población infantil (5-12 años), se 
encontraron altas prevalencias por técnicas parasitológicas (Kato Katz) para uncinarias (81%), 
T. trichiura (88%) y A. lumbricoides (46%) (Njaanake et al., 2016). Sin embargo, en otro estudio 
en el sureste del país realizado también en menores de 18 años y aplicando la misma técnica 
de Kato Katz, las prevalencias obtenidas fueron considerablemente menores, del 6,1% para 
uncinarias y del 1,6% para T. trichiura, sin detectar además infecciones por A. lumbricoides 
(Chadeka et al., 2017). Los datos con los que se cuentan del oeste de Kenia se refieren a 
población adulta con unas prevalencias del 17% para A. lumbricoides, del 18% para N. 
americanus, y menores del 1% para T. trichiura, A. duodenale y S. stercoralis (Easton et al., 
2017). En el sur de Sudán se ha descrito la presencia de uncinariasis en población general 
(Sturrock et al., 2009). Sin embargo, no existen datos al respecto en Somalia y Eritrea.  
Otro país africano objeto de nuestro estudio es Angola, considerado un País de 
Desarrollo Humano Bajo (ocupa la posición 147 de 189 países analizados según el Índice de 
Desarrollo Humano del 2018), y dividido en 18 provincias: Bengo, Benguela, Bié, Cabinda, 
Cuando-Cubango, Kwanza Norte, Kwanza Sul, Cunene, Huambo, Huila, Luanda, Lunda Norte, 
Lunda Sul, Malanje, Moxico, Namibe, Uige y Zaire. El principal biotopo es la sabana y hay una 
fuerte alternancia entre la estación húmeda y seca, siendo en los meses de noviembre a abril 
cuando tiene lugar la época de lluvias y en los meses de mayo a octubre la estación seca. Los 
datos bibliográficos acerca de las geohelmintiasis en este país son especialmente escasos, pero 
destacan cinco estudios: uno realizado por Oliveira et al. en el año 2015 en una escuela de la 




mediante microscopía un 22% de casos de A. lumbricoides (Oliveira et al., 2015), otro llevado a 
cabo por Gasparinho et al. en el año 2016 en los menores de 5 años que acudían con diarrea al 
Hospital General de Bengo, al norte de Benguela y cerca de la capital del país, en el que 
describen también por microscopía unos datos de prevalencias muy inferiores para A. 
lumbricoides (4,1%) y detectando S. stercoralis en el 3,5% de los niños estudiados y T. trichiura 
en el 0,3% (Gasparinho et al., 2016). Recientemente se han publicado datos de la presencia de 
geohelmintiasis en la misma población objeto de nuestro trabajo, donde se obtienen unas 
prevalencias por técnicas parasitológicas (técnica de Ritchie y método de Baermann) de 6,1% 
para uncinarias, de 1,7% para A. lumbricoides y del 12,8% para S. stercoralis (de Alegria et al., 
2017). No obstante, este porcentaje se elevó hasta el 21,4% para S. stercoralis mediante la 
aplicación de técnicas moleculares (Dacal et al., 2018). 
En los países fronterizos, República Democrática del Congo, Zambia y Namibia, los 
datos obtenidos de prevalencia son diferentes. En República Democrática del Congo la 
infección más prevalente es la uncinariasis con una prevalencia del 52,9%, seguida de 
ascariasis con un 9,3% y tricuriasis con un 2,1% (Inocencio da et al., 2017), observándose la 
misma tendencia en Namibia (Sousa-Figueiredo et al., 2015), mientras que en Zambia la 
mayoría de las infecciones son debidas a la presencia de A. lumbricoides (Siwila et al., 2010) 
(Mwale y Siziya, 2015). 
Mozambique, otro país africano centro de nuestro estudio, ocupa uno de los últimos 
puestos del Índice de Desarrollo Humano del 2018 (180 de 189). Este país de clima tropical, 
cuenta con dos estaciones, la húmeda desde el mes de octubre a abril y la estación seca desde 
mayo a septiembre. Además de ser uno de los países prioritarios en la agenda de la Agencia 
Española de Cooperación Internacional para el Desarrollo, existen importantes relaciones 
diplomáticas y económicas con nuestro país. Prueba de ello es la creación del Centro de 
Investigação em Saúde de Manhiça (CISM), ubicado en la provincia de Maputo y creado en 
1996 a través de un Programa de Cooperación Bilateral entre los Gobiernos de Mozambique y 
España con el apoyo del Hospital Clínic de la Universitat de Barcelona (a través de la Fundación 
Clínic per la Recerca Biomédica). En Mozambique no existen numerosos estudios acerca de la 
distribución y presencia de las geohelmintiasis pero los que hay aportan una gran información. 
En el año 2007, Mandomando et al. publicaron un artículo sobre la etiología de la diarrea 
mediante técnicas parasitológicas convencionales en menores de 5 años en el hospital del 
distrito de Manhiça y encontraron que un 9,4% de los casos era debida a A. lumbricoides, 1,1% 
a S. stercoralis, 0,4% a T. trichiura y 0,2% a uncinarias (Mandomando et al., 2007). En el estudio 




muestras fecales de población infantil de los 140 distritos de las 10 provincias de Mozambique 
y observaron que la especie más prevalente dentro de los geohelmintos presentes en la 
población fue A. lumbricoides (65,8%) seguida de T. trichiura (54%) y de uncinarias (38,7%), no 
incluyéndose técnicas para la detección de Strongyloides spp. En dicho estudio, las 
prevalencias globales por provincias fueron más altas en las ubicadas en el norte del país: 
Nampula (62%), Cabo Delgado (59,9%) y Niassa (51,4%) y más bajas en la de la zona sur: Sofala 
(34,4%), Inhambane (36,1%) y en Maputo (37,1%). A nivel de distritos, las mayores 
prevalencias de geohelmintiasis se observaron en el distrito de Quelimane (81,2%), en la 
provincia de Zambezia; en el distrito de Mecufi (79,7%), en la provincia de Cabo Delgado; en el 
distrito de Nipepe (78,8%), en la provincia de Niassa y en el distrito de Erati (78,4%), en la 
provincia de Nampula. Por otro lado, las prevalencias más bajas se notificaron en Lichinga 
(12,3%), en la provincia de Niassa; en Maxixe (14%), en la provincia de Inhambane y en el 
distrito de Dondo (14,1%), en la provincia de Sofala (Augusto et al., 2009). En el año 2017, se 
llevó a cabo un estudio en población general de la región de Beira donde se encontraron unas 
altas tasas de prevalencia de geohelmintiasis al aplicar técnicas moleculares: 93% para T. 
trichiura, 56% para A. lumbricoides, 48% para S. stercoralis y 38% para uncinarias, permitiendo 
además el diagnóstico diferencial de Ancylostoma spp. (25%) y de N. americanus (15%). Es de 
destacar que se encontraron infecciones mixtas por las dos especies de uncinarias en un 5% de 
los individuos y que en total un 96% de la población estudiada (292/303) estaba parasitada por 
al menos un helminto y el 49% (147/303) por tres o más (Meurs et al., 2017).  
De sus países fronterizos se cuenta con pocos estudios. En el sudeste de Tanzania, en 
la región de Mbeya, se han descrito prevalencias del 26,6% para T. trichiura en población 
adulta (Manz et al., 2017) y los datos que constan de Zimbabue, aunque escasos, son similares 
con unas prevalencias en torno al 20% para cada geohelminto (Midzi et al., 2014). En Malawi 
los datos apuntan a prevalencias muy inferiores (Bowie et al., 2004), sin embargo en Sudáfrica, 
en las poblaciones marginales se han descrito prevalencias por encima del 40% y en 
Suazilandia no existen datos (Muller et al., 2016).  
Al revisar la bibliografía se observa que los artículos publicados en el resto de países de 
África también proporcionan datos muy dispares. En Uganda, en un estudio reciente se ha 
descrito una prevalencia global de geohelmintiasis en niños menores de 5 años del 26,5%, 
siendo la infección más frecuente la uncinariasis (18,5%), seguido de ascariasis (9,8%) y de 
tricuriasis (0,5%) (Ojja et al., 2018). En ese mismo año en Ghana se encontraron datos similares 
donde la prevalencia global de helmintos intestinales en población general fue del 19,3%, y 




T. trichiura y S. stercoralis. Además, la aparición de multi-infecciones se describió en un 1% de 
la población estudiada (Adu-Gyasi, 2018). En Nigeria, Karshima et al. (2018) en un meta-
análisis de los datos publicados entre 1980 y 2015 sobre la prevalencia y distribución de 
geohelmintos en menores de 17 años obtuvieron una prevalencia global del 54,8%, siendo A. 
lumbricoides la especie más prevalente (44,6%), mientras que para T. trichiura, uncinarias y S. 
stercoralis las prevalencias fueron de 31,9%, 23% y 3,4%, respectivamente (Karshima, 2018). 
Por último, en un estudio realizado en 2018 las tasas de parasitación de geohelmintos en 
población general se encontraron dentro de los rangos descritos en el metanálisis anterior 
(Babamale et al., 2018). En ese mismo año, en Benin, se llevó a cabo la evaluación de la 
presencia de geohelmintos en menores de 14 años y obtuvieron la mayor prevalencia para las 
uncinarias (17,4%), seguido de A. lumbricoides (5,4%) y de T. trichiura (1,2%) (Ibikounle et al., 
2018).  
Con respecto al continente americano, en términos de superficie es el segundo más 
extenso después de Asia. Dentro del mismo, el mayor porcentaje de geohelmintiasis se 
concentra en América Central, América del Sur y el Caribe, donde cerca de 50 millones de 
niños en edad preescolar y escolar están en riesgo de padecer estas infecciones. No obstante, 
en Estados Unidos, aunque la información actual de geohelmintiasis no es suficiente para 
determinar si son endémicas, en décadas pasadas las uncinariasis fueron un grave problema, 
principalmente en el sur del país, pero gracias a las medidas de control llevadas a cabo por la 
Fundación Rockefeller se logró reducir la prevalencia de un 41,7% en 1914 al 19,3% en 1930 
(Farmer, 1986). A comienzos del siglo XX, motivados por este éxito, se trasladaron los 
programas de control a América Latina, sin embargo, debido principalmente al bajo nivel 
socio-económico de estos países, éstos fallaron, traduciéndose este hecho a día de hoy en el 
gran riesgo de padecer geohelmintiasis que existe en América Latina (Starr y Montgomery, 
2011). 
Los artículos publicados en América Latina son numerosos y aunque la gran mayoría 
son estudios de prevalencia en puntos muy concretos en todos ellos se han descrito casos de 
geohelmintiasis. En el año 2009, según el estudio Epidemiological Profiles of Neglected 
Diseases and Other Infections Related to Poverty in Latin America and the Caribbean realizado 
por la Pan American Health Organization (PAHO), solo 8 de los 35 países de esta región habían 
completado estudios a nivel nacional (Argentina, Belice, Brasil, Haití, Honduras, México, 
Nicaragua, y Venezuela), obteniéndose prevalencias mayores del 20% en todos los países, 
exceptuando Venezuela y México donde se obtuvieron valores más bajos. En el resto de países 




encontrándose, en la mayoría de los casos, tasas de parasitación muy por encima del 40%, 
especialmente en Bolivia y Perú. Estos valores tan altos pusieron de manifiesto la necesidad de 
implementar urgentemente medidas de control, principalmente la administración masiva de 
fármacos utilizando como tratamiento de elección el albendazol (Schneider et al., 2011). Los 
últimos estudios publicados apuntan a que estas intervenciones han sido efectivas, 
reduciéndose los valores a prevalencias menores del 20% (Segui et al., 2018) (Periago et al., 
2018). En cuanto a la estrongiloidiasis, existe una gran heterogeneidad de los resultados 
publicados debido principalmente a las diferentes técnicas de diagnóstico empleadas, pero en 
áreas de Argentina, Ecuador, Venezuela, Perú y Brasil se han encontrado prevalencias 
superiores al 20% (Buonfrate et al., 2015). 
 Los datos en el Caribe son escasos, procediendo los principales casos publicados de 
Cuba y Haití. Los estudios más recientes apuntan a que las prevalencias reportadas están 
subestimadas, especialmente en el caso de la estrongiloidiasis (Saboya et al., 2013) (Ketzis et 
al., 2017). 
Por otro lado, en términos de ocupación del territorio, Europa, es el tercer continente 
más poblado del mundo, después de África y Asia, por lo que no debe ser olvidado en cuanto 
al control de las enfermedades parasitarias, especialmente de las geohelmintiasis, ya que 
aproximadamente 165 millones de personas (más del 20% de la población) viven por debajo 
del umbral de la pobreza y un 2% en la pobreza absoluta. A pesar de que existen casos 
puntuales de geohelmintiasis autóctonas en países de Centroeuropa (Galzerano et al., 2010), 
Hotez y Gurwith en su publicación del año 2011 apuntan a que las NTDs pueden ser muy 
frecuentes en este continente, especialmente en Europa oriental, meridional y en Turquía. Las 
condiciones socio-económicas de estos países, así como la inestabilidad de la zona, acuciada 
principalmente por diferentes conflictos como la caída del comunismo, la ruptura de la antigua 
Unión Soviética y la guerra de los Balcanes, han llevado a una pérdida de las medidas de 
control y a niveles de vida más bajos con economías inestables y débiles (Hotez y Gurwith, 
2011). De hecho, se han constatado prevalencias de A. lumbricoides y otras infecciones 
producidas por helmintos desde el 1% en Albania al 69% en Turquía. Más concretamente en 
Albania en población infantil hay datos de prevalencias de 5,6%, 1,9% y 0,6% para uncinarias, 
A. lumbricoides y T. trichiura, respectivamente (Sejdini et al., 2011). Sin embargo, también 
tenemos el ejemplo contrario, como en Austria, donde la presencia de A. lumbricoides ha 
disminuido desde un 26% en 1945 al 0,2% en la década de 1990-2000, principalmente debido a 
la utilización de fertilizantes químicos que han suplantado el uso agrícola de las heces. En otros 




A. lumbricoides del 12,7% en población general, duplicándose en población infantil (29,4%) 
(Lassen et al., 2016). En Eslovaquia, en el año 2017 se publicó un estudio de los helmintos más 
frecuentes en niños procedentes de dos regiones (Košice y Prešov) y A. lumbricoides fue el 
parásito con mayor frecuencia de aparición con un 14,3% seguido de T. trichiura (3,76%) 
(Pipikova et al., 2017). Hay que reseñar que en el año 2018 en una revisión sistemática realizada 
por Serrano-Moliner et al. en la que analizaban el número de casos en la Unión Europea de 
nematodiasis transmitidas por alimentos contaminados, entre los años 2000-2016, se describió 
una prevalencia global de A. lumbricoides del 27,1% (Serrano-Moliner et al., 2018).   
A pesar de que los datos de estrongiloidiasis en Europa son limitados, también se han 
notificado casos a lo largo de la historia en la zona del Este de Europa, principalmente en 
Eslovaquia, Polonia, República Checa y Ucrania (Zukiewicz et al., 2011) (Strkolcova et al., 2017). 
Recientemente se ha descrito una seroprevalencia del 4% en individuos inmunodeprimidos de 
Turquía (Kaya et al., 2019), pero los últimos datos publicados apuntan a que actualmente este 
parásito se encuentra frecuentemente en regiones más cálidas como Portugal, Francia, Italia y 
España (Magnaval et al., 2000) (Alcaraz et al., 2004) (Esteban et al., 2016). De hecho, la 
estrongiloidiasis ha sido considerada como endémica en zonas de la costa mediterránea 
española, principalmente en la Comunidad Autónoma de Valencia y aunque la prevalencia 
estimada es baja y relacionada principalmente con actividades agrícolas, en la actualidad no 
existe transmisión activa debido principalmente a la mecanización en los cultivos (Cremades 
Romero et al., 1997) (Sanchez et al., 2001) (Martinez-Perez y Lopez-Velez, 2015). 
Recientemente en la revisión de todos los casos de estrongiloidiasis en España realizada por 
Barroso et al. (2019) se confirman los datos expuestos previamente, y aunque el 97% de los 
casos de estrongiloidiasis han tenido lugar en Valencia, también se han declarado 13 casos en 
Alicante y 5 en Murcia. El mayor número de casos en el país tuvo lugar en el año 2011 con 82 
pacientes, aunque a partir de ahí se ha reducido considerablemente a una media de 10 
casos/año. Además, la gran mayoría de los casos se concentran en hombres (82,9%) con una 
media de edad de 70 años y con historia de actividad agrícola (Barroso et al., 2019). 
 Al igual que en Europa, en Oceanía no se han publicado un gran número de 
infecciones por helmintos. Según datos hospitalarios recogidos en Australia entre 2002 y 2012, 
la prevalencia general de uncinarias y T. trichiura en el norte del país es bastante baja, con un 
0,2% y un 0,7%, respectivamente (Davies et al., 2013) (Crowe et al., 2014). En 1918 en el Norte 
de Queesland, las uncinariasis se consideraban un problema grave de salud por lo que se 
instauró una campaña de control de cinco años de duración para erradicar la enfermedad y, 




aborígenes (Prociv y Luke, 1995) (Bradbury et al., 2017). La infección por Ascaris spp. nunca ha 
sido muy frecuente, a diferencia de la producida por S. stercoralis que es endémico en 
regiones tropicales, incluyendo Queesland, el Territorio del Norte, Australia Occidental y 
Nueva Gales del Sur, estimándose una prevalencia mayor del 60% en aborígenes que viven en 
comunidades remotas (Jones, 1980) (Prociv y Luke, 1993) (Johnston et al., 2005) (Speare et al., 
2015) (Page y Speare, 2016).  
1.2.2. Las geohelmintiasis importadas.  
A pesar de que el mayor número de casos de geohelmintiasis en el mundo se reportan 
en zona endémica, cada vez más se recoge la presencia de estas enfermedades en países no 
endémicos, especialmente en Norteamérica y Europa, relacionados principalmente con la 
inmigración. Este hecho ha llevado a plantear la necesidad de realizar un cribado sistemático 
de enfermedades parasitarias principalmente en esta población (Requena-Mendez et al., 
2013) (Belhassen-Garcia et al., 2017b) (Agbata et al., 2018) pero también en otras como 
viajeros que regresan de países de alta endemicidad (Angheben et al., 2011), adopciones 
internacionales (Buonfrate et al., 2016) (Soriano-Arandes et al., 2016) y pacientes que van a 
ser sometidos a un transplante, especialmente para la detección de S. stercoralis (Galiano et 
al., 2016) (Salvador et al., 2017) (Gomez-Junyent et al., 2018). 
En Estados Unidos, destacan los estudios que evalúan la prevalencia de helmintos y 
protozoos en refugiados, encontrando generalmente tasas por debajo del 5% (Garg et al., 
2005) (Varkey et al., 2007). Sin embargo, en Europa, destacan más los estudios relacionados 
con inmigrantes. Hay que reseñar un estudio realizado en la ciudad de Roma en el año 2012 
por Manganelli et al. que tenía como objetivo evaluar la presencia de parásitos en población 
infantil inmigrante menor de 15 años, encontrando que el 15% fue positiva para alguna 
parasitosis, correspondiendo un 0,4% a A. lumbricoides y otro 0,4% a S. stercoralis. En 
referencia a su origen, las uncinarias y A. lumbricoides estaban más presentes en los 
inmigrantes procedentes de Asia Central y del Sur, mientras que S. stercoralis predominaba en 
los de origen africano (Manganelli et al., 2012). Recientemente se ha publicado un metanálisis 
comparando la prevalencia de estrongiloidiasis y esquistosomiasis en inmigrantes que viven en 
países de baja endemicidad (EEUU, Canadá, Australia, Nueva Zelanda, Israel, y 23 países 
europeos) y reveló que la seroprevalencia para S. stercoralis fue del 12,2%, mientras que por 
métodos parasitológicos la prevalencia disminuye al 1,8% concentrándose el mayor número de 
casos serológicamente positivos entre los inmigrantes procedentes del Este de Asia y el 
Pacífico (17,3%), seguido de los de África subsahariana (14,6%) y Latinoamérica y el Caribe 




En España, debido al gran flujo de inmigración de estos últimos años, un 11,8% de la población 
total española son inmigrantes, principalmente procedentes de Rumanía, Marruecos, Reino 
Unido, Italia y China y más del 50% de la población extranjera reside en 4 provincias: Madrid, 
Barcelona, Alicante y Valencia, de acuerdo a los datos publicados por el Registro Central de 
Extranjeros en junio de 2019 (RCE, 2019). Un gran número de trabajos recogidos en distintos 
artículos científicos muestran el panorama de las geohelmintiasis importadas en nuestro país. 
Así, en el año 2006, Martin Sánchez et al. publicaron un artículo sobre parasitosis intestinales 
en población inmigrante asintomática de origen subsahariano residente en Gran Canaria y 
observaron que las parasitosis más frecuentes fueron las geohelmintiasis (87,9%), siendo entre 
ellas las uncinariasis las más prevalentes (44,8%) (Martin Sanchez et al., 2004).  
Posteriormente, en el año 2010 se recogían las características clínicas y epidemiológicas de 33 
casos de estrongiloidiasis importada en España, destacando la necesidad de sospechar de la 
presencia de una estrongiloidiasis en pacientes inmigrantes o viajeros provenientes de zona 
endémica con eosinofilia o sintomatología compatible (Gonzalez et al., 2010). En el año 2013 
Salvador et al. publicaron un trabajo sobre enfermedades tropicales en pacientes inmigrantes 
con VIH procedentes de América latina, África subsahariana y norte de África que habían 
acudido al Hospital Vall d’ Hebrón (Barcelona) en el período de 2010 a 2011. En este estudio se 
aplicaron técnicas parasitológicas, notificándose 2 casos de estrongiloidiasis, 2 de tricuriasis y 1 
de ascariasis de un total de 190 pacientes y tras un cribado serológico para estrongiloidiasis, se 
obtuvo una seroprevalencia global del 18,4% para esta parasitosis (Salvador et al., 2013). 
Posteriormente, en 2014 se realizó un estudio retrospectivo de 178 casos de estrongiloidiasis 
de pacientes del Hospital Carlos III de Madrid y se observó que no existían diferencias 
significativas entre las características clínicas de pacientes inmigrantes y viajeros, pero que era 
necesario sospechar de la presencia de Strongyloides spp. en pacientes con una elevada IgE 
y/o eosinofilia  (Ramirez-Olivencia et al., 2014). En ese mismo año se llevo a cabo un estudio 
realizado por la Unidad de Medicina Tropical del Hospital de Poniente (Almería) sobre las 
enfermedades infecciosas en población inmigrante procedente de África subsahariana 
(principalmente Senegal, Malí, Guinea Bissau y Marruecos), América latina, Magreb y el este 
de Europa, en el que el mayor número de casos de geohelmintiasis apareció en los pacientes 
procedentes de África subsahariana, siendo el geohelminto más prevalente S. stercoralis (un 
73,9% de la población analizada mostró serología positiva y el 22,4% larvas en heces), seguido 
de las uncinarias. En los pacientes procedentes de América latina se detectaron casos de 
ascariasis, tricuriasis y estrongiloidiasis, siendo esta última la más común de las tres; en 
pacientes del Magreb se reportaron casos de uncinariasis y estrongiloidiasis y en los individuos 




año 2015, se publicó un estudio serológico para estrongiloidiasis en el Hospital Ramón y Cajal 
(Madrid) a partir de datos de un cribado realizado entre el año 2000 y 2009 en población 
inmigrante asintomática procedente de Latinoamérica (Bolivia, Ecuador y Colombia) y África 
subsahariana (Senegal, Nigeria y Camerún), y en aquellos pacientes que presentaban 
eosinofilia no filiada se obtuvo una seroprevalencia global del 56,1%, sin encontrar diferencias 
significativas entre continentes (Monge-Maillo et al., 2015). Más recientemente, en el año 
2018, en el Hospital de Almería, Salas-Corona et al. (2018) reportaron, a partir del cribado de 
diferentes enfermedades a pacientes subsaharianos, la presencia de uncinarias en un 14,3%, 
de T. trichiura en un 4,1%, de A. lumbricoides en un 3,1% y de S. stercoralis en un 17,2% (Salas-
Coronas et al., 2018). Recientemente se han publicado otros estudios retrospectivos 
(Belhassen-Garcia et al., 2017a) (Martinez-Perez et al., 2018) (Puerta-Alcalde et al., 2018) 
(Monge-Maillo et al., 2018) sobre estrongiloidiasis en España, destacando el de Belhassen-
Garcia et al. (2017a) ya que comprende un amplio período de tiempo (1998-2014) e incluye 
información de diferentes hospitales del Sistema Nacional de Salud. En este estudio se 
recogieron 507 casos de estrongiloidiasis principalmente localizados en La Rioja, Madrid y 
Murcia. La aparición en España de casos importados de uncinariasis también ha sido recogida 
en diferentes artículos, bien por la aparición de casos clínicos aislados (Garcia-Parra et al., 
2015) o en estudios de población inmigrante (Roca et al., 2003) (Iborra et al., 2009) (Cuenca-
Gomez et al., 2013).   
A pesar de que la gran mayoría de los casos importados de geohelmintiasis son 
puntuales y están concentrados en poblaciones consideradas de riesgo, es importante 
subrayar el papel del cambio climático y la globalización como precursores de la posibilidad de 
dispersión de estas enfermedades (Weaver et al., 2010). 
1.3. Diagnóstico de las geohelmintiasis. 
1.3.1. Diagnóstico clínico. 
El diagnóstico clínico, basado en la historia clínica y en las exploraciones físicas, es 
particularmente complicado en estas infecciones debido a la inespecífica y en algunos casos 
ausente sintomatología. Es imprescindible conocer la distribución geográfica de las especies 
causantes, así como los datos clínicos ya que por regla general los viajeros infectados que 
regresan de áreas endémicas cursan con cuadros agudos, mientras que los inmigrantes 
tienden hacia la cronicidad (Jourdan et al., 2018). En este contexto, es primordial disponer de 
técnicas de diagnóstico sensibles y específicas que permitan abordar la amplia variedad de 




1.3.2. Diagnóstico parasitológico. 
Las técnicas parasitológicas consisten en la detección de los huevos presentes en las 
heces en el caso de A. lumbricoides, A. duodenale, N. americanus y T. trichiura y de las larvas 
en el caso de S. stercoralis, ya que éste generalmente no elimina huevos a través de las heces. 
En ocasiones, también se pueden detectar larvas de uncinarias en las muestras fecales ya que 
los huevos son muy lábiles y tienden a eclosionar de forma rápida. Esta detección se puede 
realizar mediante microscopía directa, realizando una preparación con solución salina o 
aplicando colorantes como el lugol, o bien mediante un método de concentración, previo a la 
visualización. Los métodos de concentración se fundamentan principalmente en dos procesos: 
la flotación y la sedimentación.  
En la flotación, las heces son suspendidas en una solución de alta densidad 
favoreciendo que las formas parasitarias menos densas floten, proceso conocido como 
flotación simple o de Bass. Las principales técnicas empleadas son: técnica de Faust utilizando 
sulfato de zinc; técnica de Quinn con sulfato de magnesio; técnica de Bailinger con éter y 
sulfato de zinc, o técnica de Willis con cloruro de sodio saturado. Sin embargo, hay que tener 
en cuenta que estas técnicas no son útiles en la detección de huevos infértiles de Ascaris spp. 
ni de larvas, ya que por su constitución no flotan (Cheesbrough, 2009). Una importante 
variación de las técnicas de flotación, que incluye la cuantificación de las formas parasitarias, 
es la técnica de Kato Katz, descrita en 1954 por Kato y Miura y modificada por Katz en 1972, 
considerada como el método de referencia para la identificación y cuantificación de huevos de 
helmintos por la OMS (WHO, 2002). Es una técnica fácil, rápida y de bajo coste. Exige que las 
preparaciones se examinen en un corto período de tiempo (40-60 minutos como máximo, 
siendo lo idóneo en los primeros 30 minutos), ya que los huevos de uncinarias tienden a 
eclosionar y liberar las larvas rabditiformes. La cuantificación de los huevos se calcula en 
relación a un gramo de material fecal y es una medida estándar de la intensidad de la 
infección. Así, la OMS clasifica la intensidad de la infección en leve, moderada y alta según el 









Nº de huevos/g de heces 
Intensidad A. lumbricoides T. trichiura Uncinarias 
Leve 1-4.999  1-999 1-1.999 
Moderada  5000-49.999 1.000-9.999 2.000-3.999 
Alta >50.000  >10.000 >4.000 
Tabla 1. Grado de intensidad de la infección por A. lumbricoides, T. trichiura y uncinarias en 
función del número de huevos por gramo de heces (WHO, 2002).  
Otra técnica que nos permite la cuantificación de la carga parasitaria es la técnica de 
Mc Master, que utiliza una cámara especial de contaje.  Las técnicas FLOTAC® (Cringoli, 2006) y 
Mini-FLOTAC® (Barda et al., 2013), de reciente desarrollo, son también técnicas basadas en la 
flotación utilizadas para el contaje de huevos de helmintos. Aunque su coste es algo mayor 
presentan mejor sensibilidad que las descritas anteriormente (Knopp et al., 2009), permitiendo 
además analizar muestras fecales fijadas (Barda et al., 2015). La técnica Mini-FLOTAC® se 
desarrolló como un método más simplificada frente al FLOTAC® que fuera aplicable a entornos 
con instalaciones limitadas (Barda et al., 2013). 
Al comparar las técnicas de Kato Katz y Mc Master en el estudio realizado por Levecke 
et al. (2011), en población infantil de Camerún, Tanzania, India, Vietnam y Brasil, se detectaron 
de manera altamente significativa más casos de A. lumbricoides por la técnica de Kato Katz 
(88,1%) que por Mc Master (75,6%). Sin embargo, no se observaron diferencias significativas 
en la detección de huevos de uncinarias y de T. trichiura (Levecke et al., 2011). En el año 2013 
se realizó otro trabajo de campo en población infantil de la India y Tanzania, utilizando las 
técnicas de visualización directa, concentración de formol-éter y Mini-FLOTAC®, siendo este 
último el método más sensible para la detección de las helmintiasis (90% Mini-FLOTAC®, 60% 
formol-éter y 30% visualización directa) (Barda et al., 2013). En una revisión sistemática llevada 
a cabo por Nikolay et al. (2014), en la que se compararon de forma conjunta las técnicas de 
observación microscópica directa, Kato Katz, método de Ritchie, Mc Master, FLOTAC®, y Mini-
FLOTAC®, se concluyó que la sensibilidad obtenida para el método FLOTAC® fue superior al 
resto, con unos porcentajes de 79,7% para A. lumbricoides; 91,0% para T. trichiura y del 92,4% 
para uncinarias, y presentando unos valores de 81,8% y 97,1% en bajas y altas infecciones por 
A. lumbricoides, respectivamente. Además, observaron que la técnica que presentó una menor 
sensibilidad fue la detección microscópica directa con un 52,1% para A. lumbricoides, un 
62,8% para T. trichiura y un 42,8% para uncinarias. En cuanto a los resultados obtenidos con la 
técnica de Kato Katz, empleada por duplicado para cada muestra, se obtuvieron unas 
sensibilidades del 74-95% para infecciones de alta intensidad disminuyendo hasta un 53-80% 




Mini-FLOTAC® (Nikolay et al., 2014). Más aún, en un estudio realizado en Tanzania se describe 
una mayor sensibilidad del Mini FLOTAC® frente al Kato Katz, sumando a esto las ventajas 
logísticas que ofrece el método ya que el Mini-FLOTAC® no necesita centrifugación como el 
método FLOTAC® y sólo se requiere de 10-12 minutos para la preparación de la muestra previo 
al análisis microscópico (Knopp et al., 2014).  
En las técnicas de sedimentación, basadas en la acción de la gravedad, ocurre lo 
contrario. Las heces son suspendidas en una solución de baja densidad permitiendo que 
pasado un tiempo las formas parasitarias se asienten en el fondo del tubo, proceso conocido 
como sedimentación espontánea o de Hoffman-Pons-Janer, que se puede acelerar añadiendo 
un paso de centrifugación. Una de las técnicas más utilizadas para la visualización de los 
huevos son las de concentración difásica, desarrolladas inicialmente por Carles y Barthelemy 
en 1917, utilizando éter y ácido cítrico y modificadas posteriormente utilizando formol y éter 
(método de Ritchie) o formol y acetato de etilo (método de Ritchie modificado). La 
peculiaridad de esta técnica es la aplicación de compuestos específicos para la eliminación de 
grasas y fijación de las muestras. Otra técnica alternativa es la de Telemann, que tiene el 
mismo fundamento que la técnica de Ritchie, utilizando éter y ácido clorhídrico. En cuanto a la 
detección de larvas de S. stercoralis la sensibilidad de estas técnicas es baja, del 30% por 
microscopía directa o del 40-50% mediante el método de Ritchie (Siddiqui y Berk, 2001) 
(Campo et al., 2014) dado que su expulsión es de forma intermitente y generalmente la carga 
parasitaria es baja, por lo que es necesario realizar el análisis de muestras seriadas (Siddiqui y 
Berk, 2001) (Montes, 2010) o aplicar otras técnicas más específicas, como la técnica de 
Baermann o el método de Harada Mori, basados en el tropismo de las larvas por el agua (Ines 
et al., 2011), ofreciendo así una sensibilidad mayor, en torno al 70% (Campo et al., 2014). Por 
otro lado, el cultivo en placas de agar con o sin carbón nos permite ver el rastro que deja la 
larva al desplazarse por la superficie, ofreciendo una alternativa diagnóstica de mayor 
sensibilidad, cercana al 90% (Shore Garcia, 2007). En la literatura está ampliamente descrito 
que la técnica de Baermann aumenta aproximadamente 4 veces la probabilidad de detectar la 
infección en comparación con el método de Ritchie o la visualización directa y, aunque está 
técnica es altamente sensible y específica, la necesidad de disponer de muestras frescas ha 
limitado enormemente su uso. Esta misma problemática aparece con la técnica de cultivo en 
agar y, a pesar de presentar una sensibilidad cercana al 90%, su uso se encuentra restringido 
ya que se requiere como mínimo entre 2 a 3 días para obtener resultados (Assefa, 1991) (de 
Kaminsky, 1993).  Además, en contextos de bajos recursos la probabilidad de contaminación 




contaminación bacteriana en el agar sin modificar su sensibilidad (Pocaterra et al., 2017). 
Recientemente, se ha realizado un estudio con muestras procedentes de Colombia en el que 
se comparaba la eficacia de diferentes técnicas de diagnóstico directo para la detección de 
Strongyloides spp., en las que se incluían, además de la PCR en tiempo real como técnica 
molecular, el método de Ritchie, el cultivo en agar y la técnica de Harada Mori. Dejando de 
lado los resultados obtenidos por PCR, de entre las técnicas parasitológicas convencionales, la 
que proporcionó mejores resultados fue el método de Ritchie (Campo-Polanco et al., 2018). 
Sin embargo, en otros estudios, se han descrito mejores valores de sensibilidad para la técnica 
de Harada Mori que para el método de Ritchie, pero menores que los obtenidos por la técnica 
de Baermann o cultivo en agar (Arakaki, 1990).  
Las técnicas descritas anteriormente presentan diferentes sensibilidades y 
especificidades debido a sus diferencias metodológicas, pero también se ven influidas o son 
dependientes de la intensidad de la infección por estos helmintos que generalmente viene 
marcada por la población de estudio.  
Al evaluar el diagnóstico parasitológico es importante tener en cuenta el número de 
muestras necesarias a analizar en cada técnica para llegar a un diagnóstico fiable, así como la 
posibilidad de disponer de muestras de diferente naturaleza, y sobre todo a la hora de su 
aplicación en trabajos de campo en zona endémica, el tiempo que se emplea en procesar las 
muestras y el coste asociado a la utilización de unas técnicas u otras. 
1.3.3. Diagnóstico inmunológico. 
Las técnicas serológicas son métodos que permiten la detección de anticuerpos en el 
suero del paciente. En general, estas técnicas son sensibles, pero poco específicas. Los 
resultados obtenidos en la serología van a depender de diferentes factores como el perfil de la 
población de estudio, la presencia de otras infecciones, el tipo de inmunoglobulina que se 
analice y el estado inmunológico del paciente. El método más empleado son los ensayos de 
ELISA (del inglés Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay), diseñados para detectar las 
inmunoglobulinas G (IgG) frente a distintas fracciones antigénicas de huevos, larvas o adultos, 
o antígenos recombinantes (Rodrigues et al., 2007). Sin embargo, la presencia de reacciones 
cruzadas entre los helmintos es una de las desventajas más importantes que ofrece esta 
metodología (Norsyahida et al., 2013), además de la dificultad de obtención de material 
parasitario como fuente antigénica y a la falta de modelos experimentales adecuados que 




Para el caso de ascariasis y tricuriasis no existen prácticamente estudios al respecto y 
para esta última la única aproximación diagnóstica a nivel serológico está basada en técnicas 
de inmunoprecipitación con antígenos de Excreción/Secreción (E/S) (Lillywhite et al., 1995) 
(Leroux et al., 2018). Sin embargo, a día de hoy no se han descrito numerosos avances en este 
sentido. En referencia a la ascariasis se ha demostrado que los antígenos de E/S liberados por 
el parásito provocaban una respuesta de anticuerpos mayor que la producida contra los 
componentes somáticos del mismo, presentando además una mayor especificidad (Chatterjee 
et al., 1996) (Yoshida et al., 2016). En este sentido, en ensayos de inmunotransferencia de los 
productos de E/S de Ascaris suum frente a sueros de pacientes que sufrían otras helmintiasis 
se ha obtenido una especificidad del 95% (Schneider et al., 2015). Sin embargo, los datos 
obtenidos en los ensayos realizados por el método ELISA comercial de NOVALISATM (NovaTec 
imunodiagnostica GmbH, Germany) muestran un elevado porcentaje de falsos positivos 
debido a las reacciones cruzadas con otros helmintos afines (McSharry, 1999). En relación con 
el diagnóstico inmunológico de las uncinariasis, en este caso se centra en pruebas de 
coproantígenos aunque no se encuentran muy desarrolladas y actualmente sólo han sido 
publicadas en modelos experimentales con hámster y con la especie Ancylostoma ceylanicum 
(Bungiro y Cappello, 2005) (Corripio et al., 2010). Actualmente no hay evidencias de mejoras 
en el diagnóstico serológico de estas geohelmintiasis. 
No ocurre así en el diagnóstico inmunológico de la estrongiloidiasis donde las técnicas 
serológicas tienen un papel muy importante, aunque también presentan limitaciones como es 
la obtención de larvas filariformes de S. stercoralis y su producción a gran escala, por lo que es 
habitual la utilización de fracciones antigénicas heterólogas de Strongyloides ratti y S. 
venezuelensis, así como de antígenos recombinantes (VAN Doorn et al., 2007). Para el 
diagnóstico de esta enfermedad se dispone de la técnica de inmunofluorescencia indirecta (IFI) 
que aunque presenta elevados valores de sensibilidad (97%) y especificidad (98%) la necesidad 
de disponer de un gran número de larvas ha supuesto un gran inconveniente en cuanto a su 
utilización en la rutina diagnóstica de la enfermedad (Koosha et al., 2004) (Boscolo et al., 
2007). Para tratar de solventar esta problemática se han desarrollado técnicas de aglutinación 
como GPAT (del inglés Gelatin Particle indirect Agglutination test) o IHAT (del inglés Indirect 
Hemagglutination Antibody Test) pero presentan valores de sensibilidad y especificidad 






Actualmente, la técnica más ampliamente utilizada es la técnica ELISA que permite la 
detección de IgG frente a antígenos somáticos de S. ratti y S. stercoralis, aunque también se 
dispone de antígenos recombinantes, como el denominado NIE, una molécula de 31 kDa 
clonada por Ravi et al. (2002) a partir de una genoteca de cDNA de larvas filariformes de S. 
stercoralis (Ravi et al., 2002). En la actualidad se cuenta con diferentes técnicas convencionales 
para abordar el diagnóstico serológico de la estrongiloidiasis, mayoritariamente en formato 
ELISA, utilizando diferentes fuentes antigénicas y con distintos niveles de sensibilidad y 
especificidad descritos en la Tabla 2. Más recientemente se han desarrollado técnicas que 
aportan mejores resultados pero de mayor coste, como es el ensayo LIPS (del inglés Luciferase 
Immunoprecipitation Systems), una técnica de inmunoprecipitación indirecta que utiliza dos 
antígenos recombinantes (NIE y SsIR). Esta técnica ha resultado ser útil en la monitorización de 
los pacientes tras el tratamiento además de no presentar reacciones cruzadas y realizarse en 
un menor tiempo que otros ensayos inmunoenzimáticos (Ramanathan et al., 2008). 
La utilización de antígenos recombinantes como el antígeno NIE, SsIR, 5a ó 12 mejora 
notablemente la especificidad del diagnóstico (Ramanathan et al., 2008) pero los datos de 
sensibilidad obtenidos no han sido tan buenos como lo esperado, únicamente son mejores en 
























































Con el fin de mejorar la especificidad y sensibilidad algunos autores apuntan hacia la 
determinación de las diferentes subclases de isotipos de inmunoglobulinas más específicas que 
las IgG-totales (IgG-T), como se ha aplicado en el diagnóstico de otras helmintiasis (Fischer et 
al., 2005). 
Ciertos autores sostienen que la IgG1 regula la infección temprana y es más frecuente en 
individuos sanos, predominando en individuos más jóvenes en lugar de personas de más edad 
(Arifin et al., 2018). Sin embargo, esta relación con la edad no fue demostrada en el estudio 
Sultana et al. (2012), en el que la presencia de IgG1 se incrementaba de forma altamente 
significativa con la edad de los pacientes (Sultana et al., 2012), tal y como habían observado 
previamente otros autores (Yori et al., 2006) (Becker et al., 2011). Las inmunoglobulinas IgG2 e 
IgG-3, debido al tipo de respuesta inmune de los helmintos presentan una menor sensibilidad, 
proporcionando una menor información (Conway et al., 1994).  Otros autores han considerado 
que la presencia de IgG4 es marcador de infección activa en enfermedades crónicas y actúa 
como modulador de la respuesta inmune mediada por Ig-E (Atkins et al., 1997), (Satoh et al., 
1999), (Rodrigues et al., 2007), observándose que la detección de IgG4 aumenta en más de un 
13,3% la especificidad en comparación con la detección de IgG-T, manteniendo similares 
niveles de sensibilidad, en el diagnóstico de la estrongiloidiasis (Norsyahida et al., 2013). Por 
otro lado también se ha postulado que, según avanza la infección, los niveles de IgG4 
descienden y la respuesta por IgG1 cobra más importancia, siendo ésta la que permanece a lo 
largo de la enfermedad (Sultana et al., 2012). El papel de cada inmunoglobulina en la 
respuesta inmune frente a la estrongiloidiasis es un tema que aún está sin resolver. No existen 
numerosos estudios y los que hay aportan información contradictoria y no muy detallada, 
porque de base no están bien definidos los estatus crónico o activo y aunque se dispusiera de 
esta información la dinámica de las inmunoglobulinas es compleja ya que, debido a las 
características del ciclo biológico del parásito, nos podemos encontrar con sucesivos ciclos de 
autoinfección con las correspondientes variaciones en la respuesta inmune que esto 
conllevaría. 
Otra técnica complementaria de diagnóstico indirecto es el Western Blot (WB) que 
permite la confirmación de los resultados obtenidos por otras técnicas identificando diferentes 
proteínas, encontrándose las de mayor interés diagnóstico en la franja entre 20 y 40 kDa, con 
unos altos niveles de sensibilidad y especificidad. De forma más concreta, en muestras de 
suero de pacientes con estrongiloidiasis confirmada se han identificado componentes 




al., 1993) (Conway et al., 1994) (Uparanukraw et al., 1999). Posteriormente, en un estudio 
realizado por Silva et al. (2003) utilizando como antígeno una fracción proteica soluble de S. 
ratti, aplicada al análisis de 180 muestras de suero de población procedente de Brasil: 80 
pacientes que habían expulsado larvas de Strongyloides spp. en heces, 60 pacientes positivos a 
otras helmintiasis y 40 sueros de donantes sanos, encontraron 11 antígenos 
inmunodominantes (10, 14, 17, 20, 26, 28-35, 55, 81, 85, 126 y 138 kDa) que fueron 
reconocidos en el 25% de los pacientes parasitológicamente confirmados. La banda más 
frecuentemente reconocida fue la de 28-35 kDa, intervalo que corresponde a las bandas de 28 
y 31 kDa ya descritas previamente por otros autores (Conway et al., 1993) (Conway et al., 
1994) (Uparanukraw et al., 1999), sin embargo, no se encontró reactividad frente a proteínas 
de 41 kDa, lo que pone de manifiesto las posibles diferencias antigénicas entre las especies S. 
stercoralis y S. ratti (Silva et al., 2003).  Por otro lado, Sudré et al. (2007) que utilizaron para su 
ensayo un extracto proteico de S. stercoralis, identificaron tres bandas reactivas de 33, 26 y 21 
kDa como dominantes en pacientes parasitológicamente confirmados, siendo la de 26 kDa la 
única con posible potencial diagnóstico, ya que las otras dos bandas fueron reconocidas por los 
sueros de individuos sanos (Sudre et al., 2007). Más recientemente, se han publicado 
resultados de WB utilizando como antígeno heterólogo un extracto proteico de S. 
venezuelensis identificándose un complejo inmunodominante de 35-40 kDa en el 50% de los 
pacientes que había expulsado larvas de S. stercoralis en heces (Corral et al., 2017). Estos 
resultados vienen a confirmar los obtenidos por otros autores utilizando también como fuente 
antigénica un extracto proteico de S. venezuelensis (Machado et al., 2008) (Gonzaga et al., 
2011). El uso de antígenos recombinantes también se ha extendido a la técnica de WB. Arifin 
et al. (2018) al utilizar como antígeno la proteína purificada RsS1 o rSs1a en la detección de 
IgG4 en sueros de pacientes con estrongiloidiasis identificaron una banda de 37 kDa como 
reactiva, posiblemente incluida en el complejo de 35-40 kDa descrito anteriormente (Arifin et 
al., 2018). Es de destacar que la variabilidad de resultados en cuanto al peso molecular de las 
proteínas reactivas descritas es posiblemente debida a la gran heterogeneidad de protocolos 
de WB empleados, al método de obtención de fuente antigénica y su origen.   
Las técnicas serológicas también han sido utilizadas como herramienta para evaluar la 
eficacia del tratamiento en pacientes con estrongiloidiasis. De hecho, se ha observado que tras 
su administración, se produce una disminución significativa de los niveles de anticuerpos tanto 
en ensayos con el antígeno recombinante NIE en formato LIPS (NIE-LIPS) y ELISA (NIE-ELISA) 
como al utilizar kits de ELISA con extractos crudos del parásito (Fradejas et al., 2018). Por otro 




presencia en pacientes tratados podría relacionarse con un fallo terapéutico o resistencia al 
fármaco utilizado, sin olvidar la posibilidad de reinfección (Yap, 2013).  
Por otro lado, también se disponen de técnicas de coproantígeno en formato ELISA 
que aparentemente presentan una mejor especificidad disminuyendo las reacciones cruzadas 
pero aún se necesita realizar estudios más completos (Sykes y McCarthy, 2011) (Buonfrate et 
al., 2015). 
1.3.4. Diagnóstico molecular. 
El diagnóstico molecular se presenta como una alternativa al diagnóstico 
parasitológico e inmunológico permitiendo la detección directa del ADN parasitario por 
diferentes técnicas de amplificación como la Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) 
convencional en sus diferentes variantes o en tiempo real, tanto en formato simple como 
multiplex, frente a diferentes dianas, presentando una elevada especificidad, sensibilidad y 
reproductibilidad. Es importante tener en cuenta que, aunque cada vez menos, el coste es 
elevado y se necesita un equipamiento específico adecuado para el desarrollo de este tipo de 
técnicas, lo que supone un gran inconveniente para su aplicación en trabajos de campo in situ. 
El principal coste aparte del aparataje se deriva de la extracción de los ácidos nucleicos para su 
amplificación. Este paso de extracción es fundamental y aunque existen diferentes protocolos, 
desde la extracción orgánica, separación magnética, intercambio aniónico o precipitación por 
sales, entre otros, los basados en afinidad por columnas de sílice en formato kit son los más 
utilizados para la extracción de ADN de muestras de heces, caracterizadas por poseer una gran 
cantidad de inhibidores de la técnica PCR, por lo que escoger un buen método de extracción es 
una tarea fundamental. La utilización de robots de extracción permiten la simplificación de los 
protocolos y la combinación de las técnicas de amplificación por PCR con estos nuevos 
sistemas robotizados para la preparación de las muestras ofrece una plataforma ideal para el 
desarrollo de una gran variedad de pruebas moleculares para la identificación y cuantificación 
de agentes patógenos (Verweij et al., 2014).  
A lo largo de los últimos años se han desarrollado diferentes métodos de PCR con 
distintas dianas de amplificación, la mayoría de ellas corresponden principalmente a ADN 
ribosomal, como los segmentos espaciadores transcritos internos (ITS1 y ITS2) o la subunidad 
18S, así como al ADN mitocondrial. Frente a los diferentes protocolos de amplificación, la 
técnica de PCR en tiempo real, además de proporcionar un gran rendimiento tiene la gran 
ventaja de que no requiere realizar un análisis electroforético para la detección de los 




conlleva y evitando riesgos de contaminación (Espy, 2006). El sistema de detección en la PCR 
en tiempo real es fluorimétrico y los fluoróforos empleados pueden ser de dos tipos: 
fluoróforos con afinidad por el ADN o sondas específicas para fragmentos del ADN. Dentro de 
los fluoróforos con afinidad, el más utilizado es el Sybr Green®, que se intercala en el surco 
menor del ADN de doble cadena incrementando su fluorescencia. Este sistema es económico 
aunque es necesario discriminar las amplificaciones inespecíficas realizando un análisis de la 
curva de desnaturalización (Lutfalla y Uze, 2006). En cuanto a las sondas (hidrólisis, 
hibridación, horquilla, etc.) su uso es más frecuente y se basan en el principio de FRET (del 
inglés Fluorescence Resonance Energy Transfer), donde cada sonda porta un donador y un 
aceptor (apagador o quencher). Si ambos están próximos, el apagador absorbe la fluorescencia 
del donador, mientras que sí están alejados la fluorescencia no puede ser absorbida y su 
emisión puede ser detectada. Dentro del formato de sondas de hidrólisis las más ampliamente 
utilizadas, y en especial en la detección de las geohelmintiasis, son las sondas TaqMan, que 
aprovechan la actividad 5’ exonucleasa de la ADN polimerasa durante la amplificación, de 
manera que el donador y aceptor se separan y se detecta fluorescencia. Tras el desarrollo de la 
biología molecular se han descrito numerosos protocolos de amplificación de ADN para la 



































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































 Recientemente, también se están empleando otros métodos de amplificación como la 
técnica LAMP (Loop-mediated isothermal amplification), especialmente como técnicas point of 
care, en el diagnóstico de parasitosis y en especial de las geohelmintiasis. En los protocolos 
descritos se obtienen especificidades cercanas al 100% para la detección de N. americanus, A. 
lumbricoides, T. trichiura y S. stercoralis; sin embargo la sensibilidad es variable. Para la 
detección de N. americanus existen dos protocolos a partir del ADN de muestras de heces 
humanas en los que se describen sensibilidades de 0,4 fg para la detección de huevos 
(Mugambi et al., 2015) y de 1 pg para adultos, larvas y huevos (Rashwan et al., 2017). En el 
caso de la detección del ADN de los adultos de T. trichiura y A. lumbricoides la sensibilidad 
obtenida es de 1 pg (Rashwan et al., 2017). Sin embargo, esta sensibilidad disminuye a 10,8 ng 
para la detección de huevos de A. lumbricoides a partir de heces humanas (Shiraho et al., 
2016). Por último, para la amplificación de S. stercoralis destacan dos protocolos: uno a partir 
de muestras de heces y de orina de ratas infectadas experimentalmente (Fernández-Soto et al., 
2016) obteniéndose un resultado positivo a los 6 días post-infección con 40 larvas L3 y a los 5 
días con 400 o 4000 larvas L3; y otro a partir de muestras de heces humanas permitiendo 
detectar el ADN correspondiente a 0,01 larvas (Watts et al., 2014). 
Es de destacar la importancia de la utilización de esta técnica como herramienta para 
la evaluación de los programas de administración masiva de fármacos, donde tras el 
tratamiento la carga parasitaria decae y la baja sensibilidad de las técnicas parasitológicas no 
permite detectar las infecciones leves. Por otro lado, la elevada especificidad de estos 
protocolos es imprescindible en zonas de alta endemicidad donde coexisten diferentes 
helmintos (Deng et al., 2019). 
1.4. Control de las geohelmintiasis. 
La forma de abordar el control de las geohelmintiasis es uno de los puntos más 
importantes y de mayor repercusión dado el número de casos en el mundo, la dificultad de su 
diagnóstico, la alta tasa de morbilidad que ocasionan y su presencia en las zonas más 
deprimidas del mundo. 
En los programas de control de las geohelmintiasis se incluyen a los cuatro 
geohelmintos causantes de enfermedad en el ser humano y que en su ciclo de vida tienen un 
paso obligatorio por el suelo: Ascaris spp., Ancylostoma spp., Necator spp., y Trichuris spp., 
excluyéndose así al género Strongyloides spp., en el que este paso no es siempre obligado por 
la posibilidad de un ciclo de autoinfección en el interior del hospedador, sin necesidad de una 




A pesar de que S. stercoralis está excluido de este grupo, todos ellos presentan 
características comunes: tienen estadios parasitarios de huevo, larva y adulto, ninguno de ellos 
necesita de un hospedador intermediario para su ciclo biológico y afectan al sistema 
gastrointestinal (Hall et al., 2008), pero también presentan diferencias particulares que son 
fundamentales como la vía de transmisión, la efectividad del tratamiento y los grupos sociales 
a los que afectan mayoritariamente. Las similitudes entre todos estos parásitos cuestionan la 
exclusión de S. stercoralis en este grupo, haciendo un llamamiento a su inclusión para que la 
estrongiloidiasis deje de ser “la olvidada entre las olvidadas” (Krolewiecki et al., 2013) (Bisoffi 
et al., 2013). Hay que destacar que su presencia se ve influida por determinados factores 
ecológicos y sociales, como son los hábitos y condiciones de vida, caracterizados 
especialmente por una falta de saneamiento, por lo que cabe esperar que la forma de 
presentación más común sea la coinfección, destacando la biparasitosis como la más frecuente 
(Keiser et al., 2002) (Supali et al., 2010) (Lepper et al., 2018). En este sentido el uso de técnicas 
de diagnóstico complementarias y el desarrollo de técnicas de detección múltiple que 
permitan detectar diferentes patógenos a la vez deberían de ser una prioridad a la hora de 
abordar un diagnóstico rápido y fiable de estas enfermedades y su control. 
A partir del año 2000 e impulsados por los Objetivos de Desarrollo del Milenio, los 
principales países industrializados, liderados por los Estados Unidos, el Reino Unido y la Unión 
Europea, brindaron apoyo a gran escala para el control de diferentes enfermedades. Los 
principales programas de control dirigidos por la OMS y por entidades privadas (Fundación Bill 
y Melinda Gates y Welcome Trust, entre otros) están focalizados principalmente a la 
administración masiva de fármacos, ya que es una de las medidas que presenta mayor coste-
eficacia, recomendándose el tratamiento masivo una vez al año en zonas donde la prevalencia 
supere el 20% y de dos veces al año cuando sea mayor del 50%. En el año 2001, en la 54ª 
Asamblea Mundial de la Salud, se aprobó por unanimidad la resolución WHA54.19 en la que se 
instaba a los países endémicos a afrontar el problema de los helmintos. En el año 2012 tuvo 
lugar la Declaración de Londres donde diversas compañías farmacéuticas (Glaxo SmithKline y 
Johnson & Johnson) se comprometieron a donar los tratamientos necesarios para el control de 
las geohelmintiasis. Según los datos de 2017 publicados en el Fondo Global de Innovación para 
NTDs, conocido como G-FINDER, el dinero destinado a combatir las helmintiasis humanas en el 
año 2016 fue de 74,6 millones de dólares, del cual gran parte (44 millones de dólares) se 
destinó al control de tres enfermedades: esquistosomiasis, filariasis linfática y oncocercosis; 
mientras que el resto de las infecciones producidas por helmintos recibieron menos de 4 




contempla el objetivo específico de eliminar la morbilidad causada por las helmintiasis 
transmitidas por el suelo en los niños en edad escolar mediante tratamiento periódico de al 
menos el 75% de niños en riesgo en zonas endémicas, que según los cálculos de 2016 
supondría unos 836 millones de niños, principalmente concentrados en países del África 
subsahariana y la India. 
Debido a que las geohelmintiasis encabezan la lista de las 7 NTDs más prevalentes, en 
2012 se inició una campaña de control llamada END7, impulsada por el Instituto de Vacunas 
Sabin, que tiene como finalidad obtener apoyo público y, de hecho, ya se ha conseguido 
recaudar, gracias a la utilización de diferentes plataformas informáticas, unos 1,2 millones de 
dólares para los programas de tratamiento masivo en una docena de países.  
El tratamiento de elección para las geohelmintiasis empleado en los programas de 
control de la OMS es principalmente albendazol (400 mg) o mebendazol (500 mg) en dosis 
única, aunque también se recomienda el levamisol (40 mg o 2,5 mg/kg) y el pamoato de 
pirantel  (250 mg o 10 mg/kg) combinado generalmente con oxantel (100 mg). Sin embargo, 
todos ellos son fármacos poco efectivos frente a la estrongiloidiasis, cuyo control únicamente 
se beneficia de forma colateral a través de las medidas implementadas para el control de las 
filariasis (Means et al., 2016) con la ivermectina como fármaco de elección. El programa 
DeWorm3, una iniciativa del Museo de Historia Natural de Londres junto a la Fundación Bill y 
Melinda Gates, surgió con el fin de demostrar la viabilidad de utilizar Plataformas integradas 
para interrumpir la transmisión de infección por STHs, a través de enfoques basados en la 
administración masiva de fármacos en entornos donde previamente se han implementado con 
éxito programas de control de la filariasis linfática. 
El éxito del tratamiento es muy variable, tanto es así que las tasas de eficacia al utilizar 
una dosis de albendazol, forma de tratamiento más común en este tipo de intervenciones, son 
diferentes para cada geohelminto, siendo más efectivo frente a A. lumbricoides (tasa de 
efectividad del 98%), seguido de un 88% de efectividad para las uncinarias y un 47% en el caso 
de T. trichiura, reduciéndose estas tasas si el tratamiento se realiza con mebendazol 
(Vercruysse et al., 2011) (Soukhathammavong et al., 2012). Otro fármaco, la ivermectina, 
presenta una mayor efectividad, pero su elevada toxicidad y afectación del sistema nervioso 
hace que esté contraindicada en niños menores de 3 o 5 años, que pesen menos de 15 kg o 
midan menos de 90 cm y en mujeres embarazadas o lactantes, lo cual restringe su entrada en 
los planes de acción de la OMS de tratamiento masivo. Además es importante saber que este 




consecuencias en pacientes con un elevado número de microfilarias, elevándose el riesgo de 
reacción sistémica severa e incluso pudiendo provocar la muerte. Un hecho también 
importante a la hora de aplicar las medidas de control es conocer las actividades 
ocupacionales sujetas a riesgo (Guyatt, 2000) (Bethony et al., 2002) y la edad de los individuos 
en riesgo (Halwindi et al., 2017) ya que son factores determinantes que inciden en la 
prevalencia e intensidad de las infecciones por helmintos (Brooker et al., 2004), como ya 
apuntan algunos estudios donde se describe un mayor riesgo de discapacidad por sufrir 
ascariasis o tricuriasis en el grupo de 5 a 15 años de edad, o de uncinariasis en adultos de 20 a 
25 años de edad (Truscott et al., 2015) (Lim et al., 2018). Por otro lado, también hay que tener 
en cuenta la existencia de reinfecciones que pueden ocurrir inmediatamente después de haber 
sido curados con el tratamiento, el fallo terapéutico o la posibilidad de generar resistencias 
(Speich et al., 2016).  
Por tanto, existen numerosas causas por las que el abordaje de los programas de 
control de las geohelmintiasis no debe realizarse de forma unidimensional y deberían 
plantearse nuevas estrategias (Lo et al., 2016). Un ejemplo claro de ello es la estrategia WASH 
(Water, Sanitation, Hygiene) en el que se incluyen por un lado mejoras en las infraestructuras, 
con instalación de letrinas o de acceso a agua corriente y por otro, reforzar la educación 
sanitaria y la promoción de la higiene personal y en los hogares (Campbell et al., 2016). Estas 
medidas ya se han evaluado estos últimos años (Bird et al., 2014) (Njuguna et al., 2016) 
(Kumwenda et al., 2017) (Paige et al., 2017), proporcionando notables mejoras en la reducción 
de casos de estas helmintiasis. Por supuesto, no podemos olvidar que la búsqueda de nuevos 
fármacos y el desarrollo de posibles vacunas se encuentran también entre las estrategias 






    









El estado actual del diagnóstico de las geohelmintiasis incluida la estrongiloidiasis presenta 
diversas limitaciones debido a las herramientas disponibles para la detección de los parásitos 
responsables de ellas. La sensibilidad y especificidad de las técnicas diagnósticas están sujetas 
a mejora y además, disponer de una plataforma multiplex que nos permita el diagnóstico de 
los geohelmintos responsables de las geohelmintiasis humanas de forma conjunta, a partir de 
una única muestra, supondría un gran avance. Por ello, el objetivo principal de este estudio es 
la mejora del diagnóstico de las infecciones generadas por A. lumbricoides, T. trichiura, N. 
americanus, A. duodenale y S. stercoralis, estableciéndose los siguientes objetivos concretos:  
1. Desarrollar un ELISA para la detección de subclases de isotipos de inmunoglobulinas 
G1 y G4 anti-Strongyloides spp. y un ensayo de Western Blot para identificar posibles 
proteínas de Strongyloides spp. con potencial interés diagnóstico.   
2. Evaluar la técnica ELISA de detección de subclases de isotipos y el Western Blot en 
muestras clínicas de sueros de pacientes, inmigrantes o viajeros, con sospecha de 
padecer estrongiloidiasis. 
3. Aplicar la técnica de ELISA de detección de subclases de isotipos en muestras de suero 
de población general en zona endémica (Etiopía). 
4. Optimizar una multiplex-PCR en tiempo real para la detección de los diferentes 
geohelmintos. 
5. Evaluar la técnica multiplex-PCR en muestras clínicas de heces de pacientes, 
inmigrantes o viajeros, con sospecha de padecer geohelmintiasis.  
6. Aplicar la técnica multiplex-PCR en muestras de heces de población adulta y escolar en 
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3. Material y métodos. 
3.1. Material biológico. 
3.1.1. Muestras de parásitos. 
• Strongyloides venezuelensis: larvas de tercer estadio (L3), obtenidas por el método 
de Baermann a partir de muestras de heces de ratas Wistar (Rattus norvegicus) 
infectadas experimentalmente y cedidas por el grupo del Prof. Antonio Muro de la 
Universidad de Salamanca. 
• Ascaris lumbricoides: huevos y un adulto expulsado por un paciente procedente de 
Argentina y remitido por la Dra. Mª Victoria Periago de la Fundación Mundo 
Sano/CONICET, así como un adulto procedente de un paciente del Hospital de 
Poniente (Almería), cedido por el Dr. Joaquín Salas.  
• Ancylostoma duodenale/Necator americanus: larvas procedentes de cultivos en placa 
de agar a partir de muestras de heces de pacientes del Hospital Vall d’Hebrón 
(Barcelona), cedidas por la Dra. Elena Sulleiro. 
• Trichuris muris: huevos y adultos obtenidos a partir de muestras de heces y 
necropsias de ratón (Mus musculus) infectados experimentalmente y cedidos por el 
grupo del Prof. Antonio Muro de la Universidad de Salamanca. 
3.1.1.1. ADN 
• Se dispusó de ADN de diferentes parásitos: Entamoeba histolytica, Cryptosporidium 
spp., Giardia duodenalis, Blastocystis sp., Echinococcus granulosus s.l., Loa loa, 
Mansonella spp. y Anisakis spp. que fueron cedidos por el personal del Laboratorio 
de Referencia e Investigación en Parasitología, Centro Nacional de Microbiología, 
Instituto de Salud Carlos III (Madrid). 
3.1.2. Muestras biológicas humanas. 
3.1.2.1. Sueros. 
• Se ha dispuesto de una batería de sueros (n=103) procedentes de la seroteca 
anonimizada de la Unidad de Diagnóstico serológico de parásitos, del Laboratorio de 
Referencia e Investigación en Parasitología del Centro Nacional de Microbiología, 
Instituto de Salud Carlos III. Estas muestras pertenecían a pacientes que fueron 
categorizados en 4 grupos: 
o Grupo 1) Pacientes con estrongiloidiasis parasitológicamente confirmada 
(n=10). 
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o Grupo 2) Pacientes con sospecha de estrongiloidiasis (sin datos de 
diagnóstico parasitológico) que presentaban serología positiva por IVD Kit 
Strongyloides IgG ELISA (DRG Instruments GmbH, Alemania) y clínica 
compatible (n=43). 
o Grupo 3) Pacientes con serología negativa a Strongyloides spp. por IVD Kit 
Strongyloides IgG ELISA, pero positiva a otras helmintiasis (Toxocara spp., 
Schistosoma spp., filarias) (n=20). 
o Grupo 4) Donantes negativos sin sospecha de estrongiloidiasis y otras 
helmintiasis, sin viajes ni residencia en zonas endémicas, con técnicas 
serológicas y parasitológicas negativas (n=30). 
• Muestras de sueros de pacientes reclutados entre julio de 2014 y mayo de 2017 en 6 
hospitales del Sistema Nacional de Salud (SNS): Hospital Clínic (Barcelona), Hospital 
San Pau (Barcelona), Hospital del Mar (Barcelona), Hospital de Bellvitge (Barcelona), 
Hospital de Poniente (Almería) y Hospital Vall d’Hebrón (Barcelona), dentro del 
marco del proyecto “Hacia la implementación del cribado sistemático de 
estrongiloidiasis en personas de riesgo: mejoras en el diagnóstico y evaluación de 
estrategias de prevención”, concedido al Centre de Recerca en Salut Internacional de 
Barcelona (CRESIB) y financiado por la Sociedad Española de Medicina Tropical y 
Salud Internacional (SEMTSI) y la Real Federación Española de Fútbol (RFEF). Los 
criterios de inclusión en este estudio fueron: ser mayor de 18 años, residencia de 
más de un año en zona endémica (Centroamérica y Suramérica, África y Asia), 
presentar serología positiva a Strongyloides spp. y/o presencia del parásito en heces 
y tener firmado el consentimiento informado. 
• Muestras séricas de individuos etíopes recogidas a lo largo del año 2017 por la Dra. 
Arancha Amor y D. Melaku Anegagrie dentro del proyecto “Strategies for the control 
of Strongyloides stercoralis and other soil transmitted helminths in a high prevalence 
area of Bahir Dar, Amhara Region, Ethiopia.” en el que colaboran la Fundación 
Mundo Sano, el Instituto de Salud Carlos III y la Universidad de Bahir Dar. Los 
criterios de inclusión considerados fueron: ser mayor de 5 años, vivir en las áreas 
seleccionadas durante al menos tres meses desde la primera visita del trabajador de 
campo y tener firmado el consentimiento informado. 




• Muestras de heces de donantes sanos españoles, obtenidos bajo consentimiento 
informado y bajo los requisitos de no haber viajado nunca a zona endémica, ni 
presentar sintomatología compatible. 
• Muestras de heces de viajeros españoles a zona endémica e inmigrantes procedentes 
de zona endémica con sospecha de padecer geohelmintiasis que fueron recogidas 
por cuatro hospitales del SNS: Hospital de Poniente (Almería), Hospital Vall d’Hebrón 
(Barcelona), Unidad de Salud Internacional de Drassanes (Barcelona) y Hospital 
Severo Ochoa (Madrid), dentro del proyecto del Programa de Acción Estratégica en 
Salud Intramural (AESI): “Desarrollo de técnicas moleculares para el diagnóstico y 
control de multi-infecciones por geohelmintos y por Strongyloides stercoralis.” Los 
criterios de inclusión definidos fueron: pacientes inmigrantes o viajeros procedentes 
de zona endémica (áreas tropicales o subtropicales de África, Asia, América Latina u 
Oceanía), con posibilidad de padecer geohelmintiasis por presentar clínica 
compatible. 
• Muestras de heces procedentes de individuos de dos zonas endémicas concretas:  
o Muestras de heces de población infantil de Angola, de edades comprendidas 
entre 5-14 años, de 16 escuelas dentro del municipio de Cubal, provincia de 
Benguela, que fueron recogidas en el período de enero a junio de 2015, en el 
marco del proyecto “Estudio de la prevalencia de infección por Strongyloides 
stercoralis y otros geohelmintos en Cubal (Angola)” en el que participan la 
Fundación Mundo Sano, la Universidad de Salamanca, el Instituto de Salud 
Carlos III (Madrid), el Hospital Vall d’Hebrón (Barcelona) y el Hospital Nossa 
Senhora da Paz (Cubal). 
o Muestras de heces de población general de Mozambique de la provincia de 
Maputo, recogidas en el terreno durante el periodo de julio de 2017 a mayo 
de 2018, dentro del proyecto “Baseline surveillance platform for the 
monitoring of the emergence of antihelmintic resistance in Manhiça district 
(MARS)” llevado a cabo por el personal del Instituto de Salud Global 
(Barcelona), el Hospital Clínic (Barcelona) y el Centro de Investigação em 
Saúde da Manhiça (Mozambique), y muestras obtenidas en la provincia de 
Zambezia durante el periodo de octubre de 2017 a enero de 2018 dentro del 
proyecto “Epidemiología molecular de protozoos intestinales en niños de la 
provincia de Zambezia (Mozambique)”, cedidas por D. Aly Salimo Omar 
Muadica y el Dr. David Carmena del Instituto de Salud Carlos III (Madrid). 
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3.1.3. Aspectos éticos. 
En todo momento se garantizó la protección de la intimidad personal y el 
tratamiento confidencial de los datos, conforme a lo dispuesto en la Ley Orgánica 15/1999, 
de 13 de diciembre, reemplazada por el Reglamento (UE) 2016/679 del Parlamento Europeo 
y del Consejo, de 27 de abril de 2016, y en la Ley Orgánica 3/2018, de 5 de diciembre, de 
Protección de Datos Personales y garantía de los derechos digitales (B.O.E. de 6 de diciembre 
2018), y se cumplió con los requisitos éticos  y legales recogidos  en la Ley 14/2007, de 3 de 
julio,  de investigación biomédica y  en el Real Decreto 1716/2011, de 18 de noviembre, 
(B.O.E de 2 de diciembre de 2011) por el que se establecen los requisitos básicos de 
autorización y funcionamiento de los biobancos con fines de investigación biomédica y del 
tratamiento de las muestras biológicas de origen humano. Asimismo se cumplió con lo 
establecido por los Comités Éticos de cada centro colaborador.  
3.2. Áreas geográficas estudiadas. 
3.2.1. España. 
España tiene una superficie geográfica de 505.370 Km2, siendo el cuarto país en 
extensión de Europa. El territorio está dividido en 17 comunidades autónomas, divididas en 
cincuenta provincias, y dos ciudades autónomas. Las muestras de viajeros españoles e 
inmigrantes llegados a nuestro país con sospecha de padecer geohelmintiasis analizadas en 
este estudio fueron recogidas en 8 hospitales ubicados en Barcelona, Almería y Madrid. Con 
respecto a los inmigrantes, éstos procedían de Argentina, Bolivia, Brasil, Camerún, Colombia, 
Cuba, Ecuador, El Salvador, Filipinas, Gambia, Ghana, Guinea Ecuatorial, Guinea Bissau, 
Honduras, Mali, Marruecos, Montenegro, Nigeria, Panamá, Paraguay, Perú, Polonia, 
Portugal, República Dominicana, Senegal, Uruguay y Venezuela. En cuanto a los viajeros, los 
destinos fueron: Angola, Brasil, Burkina Faso, Congo, Costa Rica, Cuba, Honduras, Marruecos, 
República Dominicana, Senegal, Tailandia, Taiwán y Uruguay.  
3.2.2. Angola.  
La República de Angola presenta una superficie de 1.246.700 Km2, siendo el sexto 
país en extensión de África. El territorio incluye 18 provincias divididas en municipios, 
subdivididos a su vez en comunas. Los barrios y poblaciones son la división administrativa 
menor en ciudades y medio rural, respectivamente. El Hospital Nossa Senhora da Paz, donde 
se ha llevado a cabo nuestro estudio, está ubicado a las afueras de Cubal, en Tchambungo, 
provincia de Benguela. Este hospital es de carácter privado, está gestionado por las hermanas 
de la Compañía de Santa Teresa de Jesús y asociado a una de las escuelas incluidas en el 
estudio (Teresianas). En su origen, actuaba únicamente como dispensario pero las 
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circunstancias de la guerra civil en el país, que duró casi 30 años (1975-2002), le obligaron a 
transformarse en hospital, siendo ahora uno de los principales centros de referencia de 
tuberculosis en Angola. Las muestras de heces de población infantil empleadas en este 
trabajo procedían de la provincia de Benguela, en el municipio de Cubal, el cual está dividido 
en 4 comunas: Tumbulo, Cubal, Capupa y Yambala. Las muestras se recogieron en un total de 
16 escuelas distribuidas de forma igualitaria en las 4 comunas: comuna Tumbulo (Tumbulo 
Sede, Kaliamuma, Kambinji, Lulambo), comuna Cubal (Garcia Neto, Tomás Ferreira, 
Comandante Bula, Teresianas), comuna Capupa (Loneta Halu, Hoji-ha-henda, Caviva Sul, 
Cassua) y comuna Yambala (Kambondiongolo, Kassalasitu, Yamba Sede, Atiopo) (Figura 1). 
 
 
Figura 1. Localización geográfica de los diferentes puntos de muestreo en la provincia de Benguela, 
Angola. Detalle de las cuatro comunas estudiadas en el municipio de Cubal: Tumbulo, Cubal, Capupa y 
Yambala (elaboración propia mediante el programa Q-GIS). 
 
3.2.3. Etiopía.  
La República Democrática Federal de Etiopía con una extensión de 1.221.900 Km², es 
el segundo país más poblado del continente africano (94,1 millones de habitantes, en 2013) 
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(Ministerio de Asuntos Exteriores, 2019). El territorio está dividido en 9 regiones y dos 
ciudades administrativas. Las regiones se dividen en zonas, sub-cities, woredas y gotts. Este 
estudio se ha realizado en el laboratorio del Regional Health Bureau Research Laboratory 
ubicado en la ciudad de Bahir Dar construido por el Carter Center de Atlanta. Las muestras 
séricas se recogieron de forma aleatoria en un total de 260 casas distribuidas de forma 
igualitaria en 5 de los 13 gotts de la woreda de Bahir Dar Zuria (Gedro, Kurbi, Mazoria, 
Sesaberet y Zenzelema), zona de West Gojam de la región de Amhara (Figura 2). 
 
 
Figura 2. Localización geográfica de los puntos de muestreo de la región de Amhara, Etiopía. Detalle de 
la zona West Gojam y woreda Bahir Dar Zuria (elaboración propia mediante el programa Q-GIS). 
 
3.2.4. Mozambique. 
La República de Mozambique abarca una superficie de 799.380 Km2 con 10 provincias 
divididas a su vez en distritos, y éstos en puestos administrativos que pueden incluir varias 
localidades. Las muestras analizadas proceden de la provincia de Maputo, de 6 zonas en el 
distrito de Manhiça: Manhiça Sede, Fevreiro, Xinavane, Maluana, Calanga, Ilha Josina, y de 
diez distritos de la provincia de Zambezia: Gurúe, Alto Molócue, Ile, Lugela, Mocuba, 
Namacurra, Nicoadala, Quelimane, Mopeia y Morrumbala (Figura 3). 




Figura 3. Localización geográfica de los diferentes puntos de muestro en las provincias de Maputo y 
Zambezia, Mozambique. Detalle del distrito de Manhiça y de los distritos de Morrumbala, Mocuba, 
Lugela, Gurúe, Alto Molócue, Ile, Mopeia, Nicoadala, Quelimane y Namacurra (elaboración propia 
mediante el programa Q-GIS). 
 
3.3. Métodos. 
3.3.1. Técnicas parasitológicas convencionales. 
 Las técnicas parasitológicas empleadas en este estudio: visualización directa, cultivo 
en agar, técnica de Baermann, Kato-Katz y Telleman se realizaron en los diferentes hospitales 
siguiendo los protocolos estandarizados para cada uno de ellas.  
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3.3.2. Método ELISA comercial para la detección de anticuerpos IgG frente a Strongyloides 
spp. 
Se utilizó el kit Strongyloides IgG ELISA IVD (DRG Instruments GmbH, Marburg, 
Alemania) siguiendo las instrucciones del fabricante y utilizando los reactivos suministrados 
en el kit. Las muestras de suero fueron diluidas a la dilución 1/64 en tampón de dilución, 
transfiriéndose 100 µl de dichas diluciones a los pocillos de las placas sensibilizadas 
suministradas en el kit. En cada ensayo se utilizaron 2 blancos (pocillos que contenían todos 
los reactivos de la reacción excepto la muestra de suero), un control negativo y un control 
positivo proporcionados por el kit. Las placas se incubaron durante 10 minutos a 
temperatura ambiente y se lavaron 3 veces con 200 µl/pocillo de solución de lavado. A 
continuación, se añadieron 100 µl/pocillo de conjugado enzimático y se incubó durante 5 
minutos a temperatura ambiente. De nuevo se lavaron las placas tres veces con solución de 
lavado (200 µl/pocillo) y se añadieron 100 µl/pocillo de sustrato. Tras una incubación, de 5 
minutos en oscuridad a temperatura ambiente, se añadieron 100 µl/pocillo de solución de 
parada y se realizó la lectura de la absorbancia a una longitud de onda de 450 nm con 
referencia a 620 nm en un espectrofotómetro Multiskan FC (Thermo Scientific, España). 
El resultado se expresó en índice que se obtuvo al realizar el cociente entre la 
densidad óptica (DO) de la muestra y el valor de cut off establecido por la casa comercial. Se 
consideró un resultado positivo cuando el índice obtenido fue mayor de 1,1; indeterminado 
con un valor de índice entre 1 y 1,1; y negativo con un valor menor de 1. 
3.3.3. Método ELISA “in house” para la detección de anticuerpos IgG1 e IgG4 frente a 
Strongyloides spp. 
3.3.3.1. Obtención del antígeno a partir de larvas L3 de S. venezuelensis.  
Para la obtención del antígeno se siguió el protocolo descrito por Ruano et al. (2012) 
con ligeras modificaciones. Primero, las larvas en estadio L3 se resuspendieron a una 
concentración de 2x105 larvas/ml en tampón fosfato salino (PBS)(0,46 mM NaCl; 0,002 mM 
KCl; 0,0081 mM Na2HPO4; 0,001 mM KH2PO4; pH=7.2) y empleando como inhibidores de 
proteasas 1x PiA (1mM ácido etilendiaminotetraacético (EDTA); 1 mM ácido etilenglicol-
bis(2-aminoetiléter)-N,N,N'N'-tetraacético (EGTA)) y 1x PiB (1mM fluoruro de 
fenilmetilsulfonilo (PMSF); 0,1 mM  tosil-L-fenilalanina clorometil cetona (TPCK); 1mM 
pepstatina) (Maizels, 1991). A continuación, la suspensión se homogenizó en tubos Potter 
durante 30-60 minutos en baño de hielo y agua, y posteriormente se sonicó con 8 ciclos de 
20 segundos a 20 kHz. El homogeneizado se centrifugó a 13.000 g durante 30 minutos a 4 °C, 
se recogió el sobrenadante y se almacenó a -20 °C hasta su utilización (Ruano et al., 2012). 
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La concentración de proteínas de la fracción antigénica se determinó por el método 
del ácido bicinconínico (BCA) empleando el kit Pierce Protein Assay (Promega Corporation, 
Madison, WI, EEUU). El extracto proteico se analizó mediante electroforesis en un gel de 
poliacrilamida al 12,5% con dodecil sulfato sódico (SDS-PAGE) teñido con azul de Coomassie. 
3.3.3.2. Ensayo inmunoenzimático 
Las placas Nunc MaxiSorp™ de 96 pocillos (ThermoFisher, Massachussets, EEUU) se 
sensibilizaron con 50 μl/pocillo del antígeno indicado en el apartado anterior a distintas 
concentraciones en tampón carbonato (15 mM Na2CO3, 35 mM NaHCO3, 0,02% NaN3; pH 9,6) 
y se almacenaron a 4°C durante toda la noche. 
Las placas una vez sensibilizadas, se bloquearon con 200 μl/pocillo de PBS 
conteniendo 1% de seroalbúmina bovina (BSA) (Sigma, St. Louis, MO, EEUU) y 0,2% Tween-20 
(Sigma, St. Louis, MO, EEUU), durante 30 minutos a 37 °C. A continuación, se lavaron 3 veces 
con 250 μl/pocillo de solución de lavado (PBS pH 7,4 y 0,1% Tween-20) y a los 
correspondientes pocillos se añadieron 50 μl de las muestras y de los distintos controles a 
diferentes diluciones con tampón de dilución (PBS con 0,1% BSA y 0,02% Tween 20). En cada 
ensayo se utilizaron dos blancos (2 pocillos conteniendo todos los reactivos de la reacción, 
excepto el suero), un control negativo (una muestra de suero de un individuo sano 
perteneciente al grupo 4 definido en el apartado 3.1.2.1. de este capítulo) y un control 
positivo (una muestra de suero de un paciente serológicamente positivo –grupo 3 del 
apartado 3.1.2.1. de este capítulo–). Las placas se incubaron durante 30 minutos a 37 °C y se 
lavaron 5 veces con 250 μl/pocillo de solución de lavado. Posteriormente, se añadieron 50 μl 
de anticuerpos de ratón anti IgG1 o anti IgG4 humanas, conjugados con peroxidasa de 
rábano (Southern Biotech, Birmingham, Reino Unido) a las diluciones correspondientes en 
tampón de dilución, y se incubaron durante 30 minutos a 37 °C. 
Tras lavar las placas 5 veces con 250 μl/pocillo de solución de lavado, se añadieron 
100 μl/pocillo de sustrato ABTS [2,2-Azino-bis (3-etilbenzotiazolina-6-ácido sulfónico) sal de 
diamonio] a una concentración de 0,5 mg/ml en buffer fosfato-citrato con perborato sódico 
(Sigma, St. Louis, MO, EEUU). Por último, se incubaron durante 30 minutos en oscuridad, a 
temperatura ambiente, y se frenó la reacción con 100 μl/pocillo de dodecilsulfato sódico 
(SDS) al 5%. Las lecturas de absorbancia se realizaron en un espectrofotómetro Sirio S 
(Radim, Italia) a una longitud de onda de 450 nm con referencia a 620 nm, sustrayendo el 
valor del blanco a todos los pocillos. 
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Una vez optimizado este protocolo se realizó de forma automatizada en el sistema 
automático para test ELISA Basic Radim Immunoassay Operator (BRIO) SEAC (Radim 
Diagnostics, Italia) que permite analizar 4 microplacas de 96 pocillos de forma simultánea. Se 
llevó a cabo la programación del software para la ejecución del protocolo y de la emisión de 
los resultados en índices según lo indicado a continuación. 
El resultado se expresó en índice que se obtuvo al realizar el cociente entre la 
densidad óptica (DO) de la muestra y el valor de cut off establecido para la técnica según lo 
indicado en el siguiente apartado 3.3.1.3. Se consideró un resultado positivo cuando el índice 
obtenido fue mayor de 1,1; indeterminado con un valor de índice entre 1 y 1,1; y negativo 
con un valor menor de 1. 
3.3.3.3. Establecimiento de los valores de cut off o puntos de corte. 
El cálculo del valor de cut off se estableció mediante curvas ROC (Receiver Operation 
Characteristics) utilizando el programa estadístico IBM©SPSS© Statistics Version 18 
(Burgueño, 1995). Para ello se utilizaron los sueros de individuos previamente categorizados 
como verdaderos positivos (grupo 1 del apartado 3.1.2.1.), y negativos (grupo 2 del apartado 
3.1.2.1), permitiéndonos seleccionar el punto de corte que proporcionó unos mejores valores 
de sensibilidad y especificidad.  
3.3.4. Método Western Blot. 
3.3.4.1. Electroforesis preparativa en gel de poliacrilamida (SDS-PAGE).  
La electroforesis en geles de poliacrilamida se realizó siguiendo el protocolo descrito 
por Laemmli (1970) y revisado por Hames (Farmer, 1986). La electroforesis se realizó en geles 
discontinuos de 10,1 x 7,3 cm, con una fase de empaquetamiento al 4%, utilizando la 
solución Ultra Pure Protogel®  (National Diagnostics, USA) de acrilamida al 30% y bis-
acrilamida al 0,8% (37,5:1), en  buffer de empaquetamiento (Tris/HCl-SDS; pH 6,8) con 
persulfato de amonio al 10% (Sigma, St. Louis, MO, EEUU) y N,N,N',N'-
tetrametiletilendiamina (TEMED) (Sigma, St. Louis, MO, EEUU), y una fase de separación con 
la solución Ultra Pure Protogel® al 12,5% en buffer de separación (Tris/HCl-SDS; pH 8,8) 
conteniendo persulfato de amonio al 10%  y TEMED. Para la electroforesis se utilizó el 
sistema vertical Mini-PROTEAN® (BioRad, Richmond, CA, EEUU). Como patrón de peso 
molecular se utilizó el marcador Precision Plus ProteinTM KaleidoscopeTM Standards (BioRad, 
Richmond, CA, EEUU) con un rango de 10 a 250 kDa. Las muestras se desnaturalizaron a 100 
°C durante 5 minutos en el tampón Laemmli Sample Buffer (BioRad, Richmond, CA, EEUU) 
(65,8 mM Tris-HCl, 26,3% (w/v) glicerol, 2,1% SDS, 0,01% azul de bromofenol, 355 mM 2-
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mercaptoetanol), y se aplicaron al gel 15 μg/pocillo del patrón de peso molecular y 150 
μg/pocillo del extracto proteico analizado (obtenido de acuerdo al apartado 3.3.3.1. para el 
ensayo inmunoenzimático) utilizando un peine preparativo. La migración electroforética se 
realizó a una intensidad de corriente constante de 50 mA hasta que el frente alcanzó la fase 
separativa, y entonces, se incrementó a 80 mA. 
3.3.4.2. Electrotransferencia de gel a membrana. 
Una vez separadas las proteínas en función de su peso molecular, se realizó su 
transferencia a membranas de nitrocelulosa AmershamTM ProtranTM Premium 0,2 NC de un 
tamaño de poro de 0,2 µm (GE Healthcare Life Sciences, Germany). Para ello se utilizó un 
aparato de electrotransferencia húmedo Mini Trans-Blot® Electrophoretic Transfer Cell 
(BioRad, Richmond, CA, EEUU) y un tampón de transferencia conteniendo 25 mM Tris, 192 
mM glicina, 20% metanol; pH 8,3. La electrotransferencia se realizó mediante la aplicación de 
una intensidad de corriente constante de 300 mA durante 1 hora a 4 °C. 
3.3.4.3. Ensayo de enzimoinmunoanálisis sobre membrana de nitrocelulosa. 
La membrana de nitrocelulosa se bloqueó con una solución del 5% de leche 
desnatada en polvo en PBS durante toda la noche a 4 °C en un agitador de balanceo. Dicha 
membrana se lavó 3 veces con solución de lavado (PBS con Tween 20 al 0,05%), en agitación 
durante 10 minutos, y se cortó en tiras de 0,3 cm de ancho. Cada una de las tiras se 
incubaron con los sueros correspondientes a la dilución 1/100 en PBS conteniendo un 1% de 
leche desnatada en polvo, durante 2 horas a temperatura ambiente y en agitación. Las tiras 
se lavaron 3 veces con solución de lavado en agitación durante 10 minutos. Posteriormente, 
se añadió un anticuerpo de ratón anti IgG totales humanas, conjugado con peroxidasa de 
rábano (Southern Biotech, Birmingham, Reino Unido) a la dilución 1/3000 en PBS con 1% de 
leche desnatada en polvo, incubándose durante una hora a temperatura ambiente en 
agitación. De nuevo las tiras se lavaron 2 veces con solución de lavado, y se realizó un tercer 
lavado sólo con PBS, todos ellos en agitación durante 10 minutos. A continuación, se añadió 
el sustrato 4-cloro-1-naftol/3,3´diaminobencidina, tetrahidrocloruro empleando el kit 
CN/DAB Substrate (Thermo Scientific, Inc, Rockford, IL, EEUU), de acuerdo a las instrucciones 
de la casa comercial y se incubó durante 2 minutos en agitación. Por último, la reacción se 
frenó con agua destilada. 
Para calcular el peso molecular de las bandas reactivas se construyó una curva patrón 
enfrentando el Factor de retención (Fr), calculado como la distancia que migra la proteína 
frente la distancia que migra el frente del gel, de cada una de las bandas calibradas del 
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marcador con sus correspondientes pesos moleculares. El peso molecular de cada proteína 
de interés se estimó mediante extrapolación de los correspondientes Frs en la curva patrón.  
3.3.5. Concentración de las muestras de heces.  
El método de concentración de las muestras se realizó a partir de 1 gramo de heces 
utilizando el sistema comercial de columnas Midi Parasep® SF (Leti diagnosis, Barcelona, 
España). La muestra se homogeneizó en 8 ml de solución salina y posterior agitación. A 
continuación, se colocó el filtro suministrado por la casa comercial y se centrifugó durante 5 
minutos a 600 g. Una vez centrifugado, se eliminó el sobrenadante y el sedimento obtenido 
se resuspendió en 2 ml de solución salina y se repartió en dos tubos de 2 ml, que tras ser 
centrifugados durante 1 minuto a 16.200 g y eliminado el sobrenadante fueron almacenados 
a -20 °C hasta su utilización. En el caso de las muestras de heces procesadas en terreno 
(Angola, Etiopía y Mozambique), con el fin de optimizar los recursos, la concentración se 
realizó utilizando el kit Mini Parasep® SF (Leti diagnosis, Barcelona, España) a partir de 0,5 
gramos de muestra de heces, 4 ml de solución salina y resuspendiéndose el sedimento en 1 
ml de solución salina. A continuación se centrifugó durante 1 minuto a 16.200 g y tras la 
eliminación del sobrenadante el sedimento se almacenó a -20 °C hasta su utilización. La 
posterior extracción de ADN se realizó a partir de dichos concentrados. 
3.3.6. Dopaje de muestras de heces 
El dopaje de las muestras de heces se realizó a partir de las muestras de donantes 
sanos españoles que aparecen descritas en el apartado 3.1.2.2. de Material y Métodos. Para 
ello, en primer lugar se procedió al contaje de los huevos de A. lumbricoides y T. trichiura del 
material parasitario descrito en el apartado 3.1.1. de Material y Métodos) mediante cámara 
de Neubauer, obteniéndose 60 huevos/µl en el tubo de A. lumbricoides y 0,2 huevos/µl en T. 
trichiura. Según la literatura se considera una infección baja por Ascaris spp. cuando el 
hospedador presenta entre 10-15 huevos por gramo de heces (Pecson et al., 2006), por este 
motivo consideramos oportuno realizar una contaminación con un número de huevos 
correspondiente a una infección medio baja (24 huevos/gramo de heces) y de 20 
huevos/gramo de heces en el caso de Trichuris spp. 
3.3.7. Extracción de ADN. 
3.3.7.1. Extracción de ADN genómico a partir de parásitos. 
La extracción de ADN genómico del fragmento de adulto de A. lumbricoides así como 
de las larvas de uncinarias procedentes de cultivo se llevó a cabo empleando el kit comercial 
QiAmp DNA Mini kit (Qiagen, Hilden, Germany) de acuerdo a las instrucciones del fabricante. 
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Brevemente, el fragmento del adulto y las larvas fueron digeridos con 20 μl de proteinasa K 
en 180 μl de buffer ATL durante toda la noche a 56 °C. Al día siguiente, se añadieron 200 µl 
del buffer AL y se incubó 10 minutos a 70 °C. Después, se añadieron 200 µl de etanol (96-100 
%), se agitó 15 segundos y esta mezcla se añadió a la columna, suministrada en el kit, que se 
centrifugó 1 minuto a 16.200 g. La columna se colocó en un nuevo tubo colector, se 
añadieron 500 µl de buffer AW1 y se centrifugó a 16.200 g durante 1 min. Se retiró el 
contenido del tubo colector, la columna se dispuso de nuevo en dicho tubo, se añadieron 500 
µl de buffer AW2 y se centrifugó a 16.200 g durante 4 minutos. Por último, para eluir la 
columna, tras una centrifugación a 16.200 g durante 1 minuto, ésta se colocó en un tubo de 
1,5 ml y se añadieron 200 µl de agua destilada estéril, atemperada a 56º C. Se incubó a 
temperatura ambiente un mínimo de 5 minutos y posteriormente se centrifugó a 16.200 g 
durante 2 minutos. El ADN así obtenido se guardó a 4º C hasta su utilización. 
La obtención de ADN genómico de las larvas de S. venezuelensis y de los adultos de T. 
muris se realizó mediante una extracción fenol/cloroformo (Sambrook, 1989). De forma 
breve, los parásitos se lavaron en 50 ml de PBS durante 1 hora a 4 °C. Posteriormente, se 
eliminó el PBS y se añadieron 100 μl de solución salina, incubándose durante 10 minutos a 90 
°C. Se añadieron 5 μL de proteinasa K (1 mg/ml) y se incubó toda la noche a 55 °C. Al día 
siguiente, de nuevo se incubó durante 10 minutos a 90 °C y se añadieron 100 μl de 
fenol/cloroformo (1:1) a los 100 μL de la muestra (v/v). Se agitó y centrifugó a 13.800 g 
durante 2 minutos. Al sobrenadante obtenido y recogido se le añadió el mismo volumen de 
una solución de cloroformo/alcohol isoamílico (24:1). Se agitó y centrifugó de nuevo a 13.800 
g, durante 2 minutos, y el ADN se precipitó con 0,1 volumen de acetato sódico 3 M y 2,5 
volúmenes de etanol absoluto frío (-20 °C). Después, se incubó durante 30 minutos a 70 °C y 
se centrifugó durante 30 minutos a 13.800 g, a 4 °C. Por último, se descartó el sobrenadante 
y el sedimento se disolvió en 50 μl de agua destilada estéril y se almacenó a 4 °C hasta su 
uso. 
3.3.7.2. Extracción de ADN a partir de muestras de heces. 
Se utilizaron 4 kits comerciales de extracción de ADN a partir de las muestras de 
heces previamente concentradas según se describe en el apartado 3.3.4. de este capítulo. 
Todos ellos basados en la utilización de un sistema de columnas de sílice que retiene el ADN, 
pero con diferentes métodos de lisis para facilitar la rotura del potencial material parasitario 
presente en las heces.  
Material y métodos 
 
66 
3.3.7.2.1. Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit (IBIAN Technologies, Zaragoza, España). 
Para la extracción por este método se añadieron 200 mg del concentrado de la 
muestra de heces de partida a un tubo conteniendo bolas de vidrio de diferentes tamaños, 
suministrado por la casa comercial, y se colocó en hielo. Después, se añadieron 300 µl de 
buffer SDE1 y 20 µl de proteinasa K (10 mg/ml). Se agitó durante 5 minutos y la mezcla se 
incubó a 60 °C durante 20 minutos, agitándose cada 5 minutos, y posteriormente a 95 °C 
durante 5 minutos. Se añadieron 100 µl de buffer SDE2, se agitó e incubó en hielo durante 5 
minutos. La muestra se centrifugó a 18.000 g durante 5 minutos y el sobrenadante se 
transfirió a un tubo de 1,5 ml añadiendo 200 µl de buffer SD3, se agitó y centrifugó a 18.000 g 
durante 2 minutos. De nuevo se transfirieron 250 µl del sobrenadante a un nuevo tubo de 
1,5 ml y se añadieron 250 µl del buffer SDE4 y 250 µl de etanol (96-100%), transfiriéndose la 
mezcla a una columna SDE previamente colocada en un tubo colector. Se centrifugó a 18.000 
g durante 1 minuto, se descartó el tubo colector y se introdujo la columna en uno nuevo. A 
continuación, se añadieron 750 µl de buffer de lavado previamente preparado según las 
instrucciones del kit, se centrifugó a 18.000 g durante 1 minuto, se descartó el contenido del 
tubo colector y se colocó de nuevo la columna en dicho tubo, repitiéndose el paso anterior 
de lavado. Por último para la elución de la columna, ésta se centrifugó a 18.000 g durante 3 
minutos y se colocó en un tubo de 1,5 ml añadiéndose 100 µl de agua destilada estéril en el 
centro de la membrana, se incubó a temperatura ambiente durante 2 minutos y se 
centrifugó a 18.000 g durante 1 minuto. El ADN obtenido se almacenó a 4º C hasta su 
utilización. 
3.3.7.2.2. PowerSoil DNA Isolation Kit (MO BIO, Carlsbad, CA, EEUU). 
El aislamiento de ADN se realizó a partir de 200 mg del concentrado de la muestra de 
heces añadiéndolos al tubo con bolas provisto en el kit y agitando suavemente para su 
mezcla. Después, se añadieron 60 µl de la solución C1 y se agitó durante 10 minutos a 
velocidad máxima en un vórtex con adaptador de tubos para 2 ml. Después, se centrifugó a 
10.000 g durante 30 segundos y se transfirió el sobrenadante (aproximadamente 400-500 µl) 
a un tubo colector de 2 ml. Posteriormente, se añadieron 250 µl de la solución C2, se agitó e 
incubó a 4 º C en un baño de hielo y agua durante 5 minutos. Tras una centrifugación a 
10.000 g durante 1 minuto, se transfirió el sobrenadante (600 µl) a un nuevo tubo colector de 
2 ml, añadiendo 200 µl de la solución C3 y se agitó e incubó a 4 °C en un baño de hielo y agua 
durante 5 minutos. Se centrifugó de nuevo durante 1 minuto y se transfirió el sobrenadante 
(750 µl) a un nuevo tubo colector, al que se añadieron 1200 µl de la solución C4. De dicha 
mezcla, 675 µl se traspasaron a la columna suministrada en el kit, centrifugándose ésta a 
10.000 g durante 1 minuto. Se descartó el contenido del tubo y se añadieron de nuevo otros 
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675 µl de la mezcla a la columna, centrifugándose en las mismas condiciones. A continuación, 
se añadieron a la columna 500 µl de la solución C5 y se centrifugó a 10.000 g durante 30 
segundos. Se descartó el contenido del tubo y se centrifugó nuevamente a 10.000 g durante 
1 minuto. Finalmente, para su elución se colocó la columna en un nuevo tubo colector, se 
añadieron 100 µl de agua destilada estéril y se centrifugó a 10.000 g durante 30 segundos. El 
ADN eluido se guardó hasta su uso a 4 °C. 
3.3.7.2.3. QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit (Qiagen, Hilden, Alemania). 
De acuerdo al protocolo del fabricante, se añadió 1 ml de buffer inhibitex a 200 mg 
del concentrado de la muestra de heces, se agitó y se incubó la suspensión durante 10 
minutos a 95 °C. Tras ser agitada, la muestra se centrifugó durante 3 minutos a 16.200 g. En 
un tubo nuevo de 1,5 ml se añadieron 15 µl de proteinasa K, 200 µl de sobrenadante de la 
muestra y 200 µl de buffer AL, en ese orden, y se homogeneizó. Después se incubó a 70 °C 
durante 10 minutos, se añadieron 200 µl de etanol (96-100%) y se agitó. Posteriormente, se 
transfirieron 600 µl del lisado a la columna suministrada por el fabricante y se centrifugó 
durante 3 minutos a 16.200 g. La columna, a la que se añadieron 500 µl de buffer AW1, se 
colocó en un nuevo tubo colector y se centrifugó 1 minuto a 16.200 g. Nuevamente se colocó 
la columna, con 500 µl de buffer AW2, en un nuevo tubo colector, se centrifugó 3 minutos a 
16.200 g y se descartó el tubo conteniendo el filtrado. La columna se colocó en un nuevo 
tubo y se centrifugó en las mismas condiciones. Por último, la columna se eluyó en un tubo 
de 1,5 ml con 200 µl de agua destilada estéril dispensados directamente en la membrana de 
la columna. Se incubó un mínimo de 5 minutos a temperatura ambiente y se centrifugó 1 
minuto a 16.200 g. El ADN obtenido se almacenó a 4 °C hasta su utilización. 
Este protocolo se realizó de forma automatizada en el aparato QIAcube (Qiagen, 
Hilden, Alemania) que permite extraer el ADN de doce muestras de forma simultánea, a 
partir de los 350 µl del sobrenadante obtenidos tras la primera centrifugación de la 
suspensión de los 200 mg del concentrado de heces con 1 ml de buffer inhibitex e incubada a 
95 °C durante 10 minutos. Para el desarrollo del protocolo automatizado se empleó el 
programa QIAamp DNA Stool suministrado por la casa comercial. 
3.3.7.2.4. Speedtools tissue DNA extraction Kit (Biotools, Madrid, España). 
Para llevar a cabo la extracción del ADN, se añadió 1 ml de buffer TE a 200 mg del 
concentrado de la muestra de heces y se agitó durante 30 segundos. Después, la muestra se 
centrifugó durante 15 minutos a 4.000 g, se descartó el sobrenadante y el sedimento se 
resuspendió en 0,2-1 ml de buffer BT1. En un tubo de 1,5 ml se añadieron 200 µL de la 
muestra resuspendida y 25 µL de proteinasa K. Después, se añadieron 200 µl de buffer de lisis 
BB3, se agitó durante 10-20 segundos y se incubó a 70 °C durante 10-15 minutos. Se 
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añadieron 210 µL de etanol (96-100%) al lisado y esta mezcla se transfirió a la columna 
provista en el kit. Se centrifugó durante 1 minuto a 11.000 g, se descartó el filtrado y se 
colocó la columna con 500 µL de buffer BBW en un nuevo tubo recolector. Se centrifugó 1 
minuto a 11.000 g, se descartó el filtrado y se colocó la columna en el tubo recolector. 
Posteriormente, se añadieron 600 µL de buffer BB5, se centrifugó 1 minuto a 11.000 g, se 
descartó el filtrado y se colocó la columna en un tubo de 1,5 ml. Tras realizar una 
centrifugación en las mismas condiciones para secar la membrana, la columna se transfirió, 
para su elución, a un tubo de 1,5 ml al que se añadió en el centro de la membrana 100 µL de 
agua destilada estéril. Se incubó a temperatura ambiente durante 1 minuto, se centrifugó 1 
minuto a 11.000 g y se almacenó hasta su uso a 4º C. 
3.3.8. Cuantificación y pureza de los extractos de ADN. 
La concentración y pureza del ADN se determinó mediante espectrofotometría en el 
equipo Nanodrop ND-1000 (NanoDropTechnologies, New York, USA).  De esta manera, para 
llevar a cabo la cuantificación se midió la absorbancia a una longitud de onda de 260 nm, 
mientras que para evaluar la pureza se utilizaron las relaciones de absorbancia a 
260nm/280nm y a 260nm/230nm. Se considera que el ADN tiene una pureza óptima si el 
valor del cociente A260/280 se encuentra entre 1,8-2 y el de A260/230 entre 1,5-2,2 
(Sambrook, 1989).  
3.3.9. PCR en tiempo real para Strongyloides spp. con SybrGreen. 
La técnica de PCR en tiempo real para la detección de Strongyloides spp. (PCR-rt-
Strongyloides spp.) se realizó siguiendo el protocolo descrito por Saugar et al. (2015). La 
reacción se llevó a cabo un volumen final de 25 µL, usando 12,5 µL de Quantimix Easy Probes 
2X (Biotools laboratorios, Madrid, España) que contiene la enzima ADN polimerasa, los 4 
dNTPs, MgCl2 y el tampón de reacción. Se utilizó el fluoróforo SybrGreen a una concentración 
de 0,3X (Invitrogen, San Diego, CA) y 0,2 µM de cada cebador específico para Strongyloides 
spp. diseñados a partir de la región del ARNr 18S descritos por Verweij et al. (2009) [Primer F: 
5’ GAATTCCAAGTAAACGTAAGTCATTAGC 3’; Primer R: 5’ TGCCTCTGGATATTGCTCAGTTC 3’]. 
Por último, se añadió el ADN de la muestra a una concentración final de 5 ng/µl (Saugar et 
al., 2015).  
La amplificación constó de una desnaturalización del ADN de 15 minutos a 95 °C, 
seguido de 50 ciclos de desnaturalización de 10 segundos a 95 °C, alineamiento de 10 
segundos a 60 °C y una elongación de 30 segundos a 72 °C. La lectura de fluorescencia se 
realizó al final de cada paso de extensión en cada uno de los ciclos de la reacción a una 
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longitud de onda de 470 nm de excitación y 510 nm de emisión. Posteriormente, se realizó 
una curva de melting de 50 a 99 °C con incrementos de 0,5 °C en cada paso. La amplificación 
y detección de fluorescencia fue llevada a cabo en un termociclador Corbett Rotor GeneTM 
6000 real-time PCR system (Qiagen, Hilden, Alemania) y para el análisis de los datos se utilizó 
el programa Rotor Gene 6000 Series software versión 1.7. Se estableció una temperatura de 
melting (Tm) específica para los amplicones de Strongyloides spp. de 85±1 °C y se consideró 
una muestra como positiva cuando el producto de amplificación presentó esa Tm y su 
fluorescencia cruzó el umbral de forma exponencial. 
En cada ensayo se utilizaron 6 controles: un blanco formado con la mezcla de todos 
los reactivos sin ADN, un control negativo perteneciente al ADN extraído de una muestra de 
heces de un donante sano (apartado 3.1.2.2. del presente capítulo), 3 controles positivos 
correspondientes al ADN genómico purificado de S. venezuelensis (cedido por el Dr. Pedro 
Fernández-Soto de la Universidad de Salamanca), dos de ellos a la concentración de 10 y 1 
ng/µL que nos permitieron estandarizar la curva, y un control de inhibición añadiendo 10 ng 
de ADN de S. venezuelensis al ADN del control negativo. El análisis del ADN de las muestras 
de heces se realizó por duplicado para la detección de Strongyloides spp. y se incluyó un 
tercer tubo con cada muestra como control de inhibición al que se añadieron 10 ng de ADN 
de S. venezuelensis.  
3.3.10. PCR multiplex en tiempo real para la detección de geohelmintos con sondas de 
hibridación. 
3.3.10.1. Cebadores y sondas de hibridación. 
El diseño de los cebadores y sondas utilizados en este estudio se realizó utilizando las 
secuencias descritas por Llewellyn et al. (2016) con ligeras modificaciones (Llewellyn et al., 
2016). Brevemente, por un lado se sustituyó el motivo MGB (Minor Groove Binder) en el 
extremo 3’ de las sondas por la intercalación de LNAs (Locked Nucleic Acid) señalizados con el 
signo “+” y por otro, se modificaron los fluoróforos en función de la disponibilidad de los 
canales existentes en nuestro termociclador. Las secuencias de oligonucleótidos tanto de los 
cebadores como de las sondas, con sus respectivos fluorocromos, el tamaño de amplicón, la 
región de amplificación y el número de acceso en GenBank a partir del cual se diseñaron 
aparecen recogidas en la Tabla 4. 
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3.3.10.2. Protocolo de amplificación por PCR en tiempo real en formato simple para cada 
geohelminto. 
La técnica de PCR en tiempo real para la detección de cada geohelminto de forma 
individual se realizó utilizando las condiciones propuestas por Llewellyn et al. (2016) con 
ligeras modificaciones (Llewellyn et al., 2016). La reacción se llevó a cabo en un volumen final 
de 25 µL, usando 12,5 µL de Quantimix Easy Probes 2X (Biotools laboratorios, Madrid, 
España) que contiene la enzima ADN polimerasa, los 4 dNTPs, MgCl2 y el tampón de reacción. 
Se utilizaron las secuencias de oligonucleótidos para cada geohelminto a las concentraciones 
descritas en la Tabla 4 y se añadió el ADN correspondiente en un volumen máximo de 5 µl.  
 Se emplearon las condiciones de amplificación descritos por Llewellyn et al. (2016) 
para el diagnóstico de las geohelmintiasis: 15 minutos a 95 °C, seguido de 45 ciclos de 95 °C 
durante 9 segundos y 60 °C durante 60 segundos.  
La amplificación y detección de fluorescencia fue llevada a cabo en un termociclador 
Corbett Rotor GeneTM 6000 real-time PCR system (Qiagen, Hilen, Alemania) y para el análisis 
de los datos se utilizó el programa Rotor Gene 6000 Series software versión 1.7. Se consideró 
una muestra positiva cuando se obtuvo un incremento significativo de fluorescencia por 
encima del umbral establecido para cada sonda. 
En cada ensayo se utilizaron 4 controles: un blanco formado con la mezcla de todos 
los reactivos sin ADN, un control negativo perteneciente al ADN extraído de una muestra de 
heces de un donante sano (apartado 3.1.2.2. del presente capítulo), un control positivo 
conteniendo ADN genómico del parásito correspondiente y un control de inhibición 
añadiendo el ADN del geohelminto en estudio al ADN del control negativo. El análisis del ADN 
de las muestras de heces se realizó por duplicado incluyendo para cada muestra un tercer 
tubo como control de inhibición al que se añadió el ADN genómico del parásito 
correspondiente. 
3.3.10.3. Protocolo de amplificación por PCR en tiempo real en formato múltiplex. 
La técnica de PCR en tiempo real utilizando sondas de hibridación para la detección 
de los geohelmintos de forma conjunta en un mismo tubo se realizó utilizando las 
condiciones de amplificación descritas en el apartado anterior (3.3.8.2.). La reacción se llevó 
a cabo en un volumen final de 25 µL, usando 12,5 µL de Quantimix Easy Probes 2X (Biotools 
laboratorios, Madrid, España) que contiene la enzima ADN polimerasa, los 4 dNTPs, MgCl2 y 
el tampón de reacción. Se utilizaron las secuencias de oligonucleótidos para cada 
geohelminto a las concentraciones descritas en la Tabla 4 y se añadió el ADN 
correspondiente en un volumen máximo de 5 µl.  
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La amplificación y detección de fluorescencia simultánea en todos los canales fue 
llevada a cabo en un termociclador Corbett Rotor GeneTM 6000 real-time PCR system 
(Qiagen, Hilden, Alemania) y para el análisis de los datos se utilizó el programa Rotor Gene 
6000 Series software versión 1.7. Se consideró una muestra positiva cuando se obtuvo un 
incremento significativo de fluorescencia por encima del umbral establecido para cada 
sonda. 
En cada ensayo se utilizaron los siguientes controles: un blanco formado con la 
mezcla de todos los reactivos sin ADN, un control negativo perteneciente al ADN extraído de 
una muestra de heces de un donante sano (apartado 3.1.2.2. del presente capítulo) y un 
control positivo formado por la mezcla de ADN genómico de cada parásito de estudio. El 
análisis del ADN de las muestras de heces se realizó por duplicado incluyendo un tercer tubo 
como control de inhibición para cada muestra al que se añadieron 1 ng de ADN de S. 
venezuelensis.  
Los canales de fluorescencia del equipo, así como el espectro de absorción y emisión 
de los diferentes fluorocromos empleados en los protocolos de PCR, tanto en formato simple 
como múltiple, se muestran en la Figura 4. 
Canal λExcitación λDetección Fluoróforo Especie 
1 470nm 510nm FAM Strongyloides spp. 
2 530nm 555nm YAK Ancylostoma spp. 
3 585nm 610nm ROX Ascaris spp. 
4 625nm 660nm Cy5 Necator americanus 
5 680nm 710nm Cy5.5 Trichuris trichiura 
 
 
Figura 4. Canales del termociclador Corbett Rotor Gene
TM
 6000, espectro de absorción (líneas 
discontinuas) y emisión (líneas continuas) de los distintos fluorocromos de las sondas de hibridación. 
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3.3.11. Análisis estadístico 
Para el calculo de los cut off o puntos de corte de la técnica ELISA de subclases de 
isotipos IgG1 e IgG4 mediante curvas ROC se empleó el programa estadístico IBM© SPSS© 
Statistics Versión 18. 
Para los análisis semi-cuantitativos del grado de relación entre técnicas se empleó la 
correlación de Pearson y su intervalo de confianza al 95% utilizando el programa R-studio 
versión 1.2.1335. 
Los histogramas de distribución de frecuencias de variables continuas se realizaron 
mediante el programa SigmaPlot Version 10.0. 
Para la comparación estadística de variables continuas cuya distribución no se 
ajustaba a una distribución normal se utilizó el test de Wilcoxon.  
Para el análisis de los datos de forma cualitativa se construyeron tablas de 
contingencia 2 x 2 y se analizó la concordancia entre técnicas mediante el índice Kappa y su 
intervalo de confianza al 95%  utilizando el programa R-studio versión 1.2.1335. Para la 
valoración del índice Kappa se utilizó la escala propuesta por Landis y Koch en 1977. Según 
ésta, se considera ausencia de concordancia para índices de Kappa negativos; concordancia 
insignificante para índices entre 0,00 y 0,20; concordancia discreta entre 0,21 y 0,40; 
concordancia moderada entre 0,41 y 0,60; concordancia sustancial entre 0,61 y 0,80; y 
concordancia casi perfecta entre 0,81 y 1,00.   
Para la comparación estadística de variables discretas se utilizó un análisis de chi-
cuadrado.  
Para la evaluación de la asociación de las distintas variables clínicas con la 
probabilidad de presentar un resultado positivo o negativo para una determinada técnica se 
calculó la probabilidad de odds ratio (POR) y su intervalo de confianza al 95% así como su 
valor de p asociado utilizando el programa R-studio versión 1.2.1335. 
Con relación al análisis de los posibles factores de riesgo de padecer geohelmintiasis 
analizados mediante técnicas moleculares se calculo el valor de la probabilidad de riesgo 
relativo (PRR) y su intervalo de confianza al 95% así como su p-valor asociado utilizando el 
programa R-studio versión 1.2.1335.  
En todos los análisis se consideró que existían diferencias significativas cuando el 
valor de p fue menor de 0,05 y se representaron con el símbolo *; diferencias muy 
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significativas cuando el valor de p fue menor de 0,01 y se representaron con el símbolo **; y  













4.1. Diagnóstico serológico de estrongiloidiasis 
4.1.1. Método ELISA “in house” para la detección de anticuerpos IgG1 e IgG4 frente a 
Strongyloides spp. 
4.1.1.1. Estandarización de la concentración del antígeno y los reactivos del ensayo 
inmunoenzimático. 
Una vez obtenido el antígeno a partir de larvas L3 de S. venezuelensis, de acuerdo al 
protocolo descrito en el apartado 3.3.3.1. de Material y Métodos, se determinó su 
concentración de proteínas en 707,72 ng/µl mediante el método de BCA, según se indica en 
el mismo apartado. 
La determinación de las concentraciones adecuadas de antígeno, así como las 
diluciones óptimas de suero y anticuerpo conjugado para el ensayo, se realizó siguiendo el 
formato de tablero de ajedrez tal y como aparece descrito en el capítulo 4 (Titration of 
Reagents) de The ELISA Guidebook (Crowther, 2000) y empleando un pool de 10 sueros 
positivos categorizados dentro del grupo 2 y un pool de 10 sueros negativos incluidos en el 
grupo 4 definidos en el apartado 3.1.2.1. de Material y Métodos. 
 
Para la titulación del antígeno se 
enfrentaron diferentes concentraciones 
de éste (10; 7,5; 5; 2,5; 1,25 ng/μl) a 
diluciones seriadas de los pools de 
sueros positivos (columnas 1-6) y 
negativos (columnas 7-12) desde la 
dilución 1/25 hasta la 1/1600, 
manteniéndose constante la dilución 
del anticuerpo conjugado (1/4000) 
tanto para el ensayo de IgG1 como de 
IgG4. Se empleó la última de las filas (fila 
H) como blanco de reacción, sin suero, y 
tanto la columna 6 como la 12 no fueron 
sensibilizadas con el antígeno (Figura 5). 
Figura 5. Esquema de las placas de ELISA utilizado para 
el ensayo de titulación de la concentración de antígeno 
y el rango de la dilución de los pools de sueros 




Los ensayos se llevaron a cabo siguiendo el protocolo descrito en el apartado 3.3.3.2. de 
Material y Métodos. 
A partir de las absorbancias obtenidas para cada uno de los pocillos en ambas placas 
se determinó el Ratio de Unión (RU= Absorbancia positivos/Absorbancia negativos), el cual 
nos permitió seleccionar la concentración del antígeno adecuada y el rango de dilución del 
suero (Tablas 5 y 6).  
 
 
 Concentración en ng/μl 
 


















1/25 1.846 2.157 2.043 2.076 1.858 1.412 
1/50 1.725 2.364 2.070 2.000 1.698 1.519 
1/100 1.758 1.840 1.862 1.835 1.583 1.394 
1/200 1.486 1.815 1.972 1.867 1.537 1.542 
1/400 1.348 1.493 1.588 1.534 1.412 1.074 
1/800 1.351 1.338 1.519 1.373 1.261 1.047 
1/1600 1.250 1.226 1.217 1.457 1.229 1.094 
0 0.904 1.064 0.933 0.786 0.861 0.838 
 
Tabla 5. Valores del Ratio de Unión (RU) de la titulación del antígeno en el ensayo de detección de 
IgG1. 
 
 Concentración en ng/μl 
 


















   1/25  17.098 14.328 14.511 7.065 4.527 1.816 
   1/50  12.614 10.596 9.478 7.140 4.022 1.295 
   1/100 7.250 6.000 5.353 4.600 3.184 1.244 
   1/200 5.186 4.711 3.975 3.780 1.857 1.081 
   1/400 3.558 2.722 2.737 1.927 1.658 1.188 
   1/800 3.053 2.275 2.026 1.553 1.184 1.188 
1/1600 2.286 1.978 1.196 1.075 1.086 0.813 
0 1.822 1.654 0.962 0.975 1.194 1.069 
 
Tabla 6. Valores del Ratio de Unión (RU) de la titulación del antígeno en el ensayo de detección de 
IgG4. 
 
Para los ensayos de detección de IgG1 y de IgG4, se seleccionó como el mejor RU el 
obtenido utilizando el antígeno a una concentración de 5 ng/μl, encontrando el mejor rango 






1/200, ya que proporcionaban el valor más alto de RU sin la necesidad de emplear una mayor 
cantidad de antígeno (Tablas 5 y 6). 
A continuación, se realizó la titulación del suero y del anticuerpo conjugado (Figura 
6). En este caso se emplearon de nuevo dos placas, una para el conjugado anti-IgG1 y otra 
para anti-IgG4, siguiendo el protocolo descrito en el apartado 3.3.3.2. de Material y Métodos. 
Se mantuvo constante la concentración 
del antígeno seleccionada previamente 
(5 ng/μl) y se realizaron diluciones de 
los pools de sueros positivos y 
negativos dentro del siguiente rango: 
1/12,5; 1/25; 1/50; 1/75; 1/100; 1/150 
y 1/200. Las diluciones empleadas del 
anticuerpo conjugado para la detección 
de IgG1 e IgG4 fueron: 1/1000; 1/2000; 
1/4000; 1/6000 y 1/8000. Se utilizó la 
última de las filas (fila H) como 
blanco de reacción (sin suero) y en 
las columnas 6 y 12 no se dispensó 
anticuerpo conjugado. 
Una vez medidas las absorbancias se determinó el RU para seleccionar la dilución 
óptima de trabajo del suero y de los anticuerpos conjugados (IgG1 e IgG4), tal como se 
muestra en las Tablas 7 y 8.  
 
  Dilución del conjugado anti-IgG1 
 



















1/12,5 7,738 11,49 13,151 15,588 15,271 0,955 
1/25 7,678 10,93 13,17 14 14,533 0,84 
1/50 6,215 7,871 10,082 10,243 10,655 0,778 
1/75 4,831 7,981 7,489 9,407 7,231 0,69 
1/100 4,45 4,993 6,443 6,889 7,6 0,87 
1/150 3,116 5,629 5,765 6,264 5,694 0,87 
1/200 3,305 4,071 5,115 4,698 4,933 0,952 
0 0,704 1,124 0,981 0,939 1 0,76 
 
Tabla 7. Valores de Ratio de Unión (RU) de la titulación de los pools de las muestras de suero 
(positivas y negativas) y del anticuerpo conjugado en el ensayo de detección de IgG1. 
 
Figura 6. Esquema de las placas de ELISA utilizado para el 
ensayo de titulación de la dilución del suero y anticuerpo 







  Dilución del conjugado anti-IgG4 
 



















1/12,5 12,043 13,167 14,300 14,051 14,182 1,000 
1/25 8,987 13,258 12,859 14,279 14,423 0,957 
1/50 7,319 10,744 10,881 10,695 11,354 2,913 
1/75 6,975 7,731 9,847 8,649 9,295 1,000 
1/100 4,574 7,395 7,852 7,423 7,881 0,917 
1/150 4,309 5,605 7,040 5,281 6,421 0,955 
1/200 3,737 2,017 5,185 4,615 4,614 1,045 
0 0,847 0,196 0,833 1,143 1,105 1,000 
 
Tabla 8. Valores de Ratio de Unión (RU) de la titulación de los pools de las muestras de suero 
(positivas y negativas) y del anticuerpo conjugado en el ensayo de detección de IgG4. 
 
El valor de RU escogido fue el de 10,082 para el ensayo de ELISA-IgG1 y de 10,881 
para el ensayo de ELISA-IgG4 ya que en ambos casos además de ser uno de los valores más 
elevados son los más coincidentes en las mismas condiciones. Así, las diluciones 
seleccionadas para la detección de IgG1 e IgG4 fueron de 1/50 para el suero y de 1/4000 para 
el anticuerpo conjugado (Tablas 7 y 8).  
4.1.1.2. Establecimiento de los valores de punto de corte o cut off (C.O.) 
Para el establecimiento de los valores de cut off (C.O.) en cada uno de los ensayos de 
detección de IgG1 e IgG4 se analizaron los valores de sensibilidad y especificidad mediante 
curvas ROC. Se siguió el protocolo descrito en el apartado 3.3.3.3. de Material y Métodos, 
manteniendo las condiciones establecidas de concentración de antígeno y dilución de los 
sueros y anticuerpo conjugado descritas anteriormente, y utilizando 10 sueros de individuos 
previamente categorizados como verdaderos positivos (grupo 1 del apartado 3.1.2.1.) y 20 
negativos (grupo 4 del apartado 3.1.2.1), permitiéndonos seleccionar el C.O. que nos 
proporcionó unos mejores valores de sensibilidad y especificidad. 
Los resultados obtenidos se muestran en la Tabla 9. Se establecieron unos valores de 
C.O. de 0,267 para la técnica ELISA de detección de IgG1 y de 0,120 para la de IgG4, primando 











Valor de C.O. Sensibilidad 
1-
Especificidad  
Valor de C.O. Sensibilidad 
1-
Especificidad 
-0,95200 1,000 1,000 
 
-0,95000 1,000 1,000 
0,05150 1,000 0,950 
 
0,05300 1,000 0,950 
0,05550 1,000 0,850 
 
0,05700 1,000 0,900 
0,05650 1,000 0,800 
 
0,05900 1,000 0,800 
0,05750 1,000 0,750 
 
0,06050 1,000 0,750 
0,05850 1,000 0,700 
 
0,06300 1,000 0,700 
0,06100 1,000 0,650 
 
0,06550 1,000 0,650 
0,06350 1,000 0,600 
 
0,06650 1,000 0,600 
0,06800 1,000 0,550 
 
0,06800 1,000 0,550 
0,07300 1,000 0,450 
 
0,07000 1,000 0,450 
0,07500 1,000 0,400 
 
0,07300 1,000 0,400 
0,08000 1,000 0,350 
 
0,07550 1,000 0,350 
0,08500 1,000 0,300 
 
0,07700 1,000 0,300 
0,08950 1,000 0,200 
 
0,08500 1,000 0,200 
0,09600 1,000 0,150 
 
0,11950 1,000 0,150 
0,11000 1,000 0,100 
 
0,16150 1,000 0,100 
0,13450 1,000 0,050 
 
0,23400 1,000 0,050 
0,26650 1,000 0,000 
 
0,31400 1,000 0,000 
0,39300 0,900 0,000 
 
0,35500 0,900 0,000 
0,42150 0,800 0,000 
 
0,44600 0,800 0,000 
0,46300 0,700 0,000 
 
0,56150 0,700 0,000 
0,50300 0,600 0,000 
 
0,94950 0,600 0,000 
0,57650 0,500 0,000 
 
147,600 0,500 0,000 
0,64250 0,400 0,000 
 
232,900 0,400 0,000 
0,87450 0,300 0,000 
 
400,000 0,300 0,000 
115,300 0,200 0,000 
 
137,600 0,100 0,000 
 
254,100 0,000 0,000 
  
Tabla 9.  Valores de cut off para los ensayos de ELISA-IgG1 e IgG4 para cada par de sensibilidad/(1-
especificidad). 
4.1.2. Evaluación de la técnica ELISA en muestras clínicas de sueros de pacientes inmigrantes o 
viajeros con sospecha de padecer estrongiloidiasis. 
Una vez estandarizadas las condiciones de trabajo para la detección de IgG1 e IgG4 
frente a Strongyloides spp. por ELISA se llevó a cabo la evaluación de los ensayos en las 






2017 en 6 hospitales del SNS que aparecen recogidas en el apartado 3.1.2.1. de Material y 
Métodos. 
Se reclutaron 182 pacientes: 6 expatriados (con más de un año de estancia en zona 
endémica), 167 inmigrantes y 9 autóctonos. De los 182 pacientes, 37 fueron reclutados en el 
Hospital de Poniente-El Ejido (Almería), 31 en el Hospital Universitario Vall d’Hebrón 
(Barcelona), 61 en el Hospital Universitario Clínic (Barcelona), 32 en el Hospital de la Santa 
Creu i Sant Pau (Barcelona), 11 en el Hospital del Mar (Barcelona) y 10 en el Hospital 
Universitario de Bellvitge (Barcelona). La información epidemiológica, clínica y analítica de 
cada paciente fue recogida en una ficha/cuestionario común para los seis hospitales que 
participaron en el estudio (Anexo 1).  
El diagrama de los pacientes y muestras obtenidas de los mismos para cada ensayo 
diagnóstico se muestra a continuación (Figura 7).  
 
 
Figura 7. Diagrama de los pacientes reclutados y las muestras obtenidas de los mismos para 
cada prueba diagnóstica. 
De todos los pacientes reclutados, 95 fueron mujeres y 87 hombres. La edad de los 
pacientes se encontró entre 16 y 75 años, con una media de 40,24 y una mediana de 38,35. 




inmigrantes aparece reflejado en la Figura 8, donde podemos ver que la gran mayoría, un 
71,52%, procedió del continente americano, siendo el país más frecuente Bolivia (53,39%) 
seguido de Ecuador (17,80%). Los africanos representaron un 27,27% del total de pacientes 
inmigrantes, siendo un 26,67% de ellos de Guinea Ecuatorial y un 22,22% de Guinea Bissau. 
El porcentaje de inmigrantes procedente de Europa tan sólo supuso un 1% de la población en 
estudio. 
 
Figura 8. Origen geográfico de los pacientes inmigrantes incluidos en el estudio. 
 
De las 95 mujeres, 2 estaban embarazadas, encontrándose una en el primer 
trimestre de gestación y otra en el segundo; 66 no lo estaban y en 27 no se dispuso de ese 
dato. En cuanto a los antecedentes patológicos, 49 de los 182 pacientes analizados se 
encontraban inmunodeprimidos. En referencia a los resultados de serología frente al virus 
HTLV-1, sólo hubo dos pacientes que fueron positivos, 70 negativos y del resto no se dispuso 
de datos. Los antecedentes clínico-analíticos referidos por los pacientes en el último año y 
recogidos en los hospitales participantes, aparecen representados en las Figuras 9 a 14.  En la 
evaluación de los criterios clínicos se consideró que un paciente presentaba eosinofilia 
cuando el recuento fue mayor de 500 eosinófilos/μL y que el valor de la IgE estaba elevado 





















Figura 12. Antecedentes clínico-analíticos de los pacientes atendidos en el Hospital de la Santa Creu i 

























Los resultados serológicos para el diagnóstico de Strongyloides spp. se obtuvieron 
tras realizar las técnicas de ELISA comercial por el kit IgG ELISA IVD y de ELISA “in house” para 
la detección de IgG1 e IgG4 (apartados 3.3.2. y 3.3.3. de Material y Métodos). Del total de los 
182 pacientes incluidos en el estudio se dispuso de 176 muestras de suero para realizar la 
técnica ELISA-IgG IVD y de 171 para la determinación de ELISA-IgG1 e IgG4 (Figura 7). De las 
176 muestras de suero analizadas por ELISA-IgG IVD, 169 fueron positivas, 5 negativas y 2 
indeterminadas. De las 171 muestras de suero empleadas para la detección de IgG1 e IgG4 
por ELISA, 30 fueron positivas sólo para la técnica de ELISA-IgG1, 16 para ELISA-IgG4 y 32 
fueron positivos a ambas subclases. Destacando que 78 muestras fueron positivas al menos 
para una de las dos subclases (IgG1 y/o IgG4). 
Con el fin de evaluar la concordancia existente entre los valores de los índices 
obtenidos por las diferentes técnicas de ELISA se analizaron estos resultados de forma semi-
cuantitativa utilizando la correlación de Pearson (apartado 3.3.1.1. de Material y Métodos). 
La correlación entre los resultados obtenidos por el ELISA-IgG IVD y ELISA-IgG1 fue de 0,51 
con un intervalo de confianza del 95% de 0,39 a 0,62, mientras que la obtenida entre el 
ELISA-IgG IVD y el ELISA-IgG4 fue menor, de 0,32 con un intervalo de 0,17 a 0,45. La 
correlación entre ambas subclases, ELISA-IgG1 e IgG4, fue de 0,42 con un intervalo de 0,28 a 
0,53.  
Se representó gráficamente la distribución de los valores de los índices obtenidos con 
las distintas técnicas empleadas mediante diagramas de cajas y se compararon los resultados 
mediante el test de Wilcoxon, ya que la distribución de los valores no se ajustaba a una 
distribución normal. En primer lugar se compararon los valores de índice obtenidos por 
ELISA-IgG IVD en el total de pacientes analizados y en aquellos positivos y negativos por el 
ELISA de subclases (ELISA-IgG1 y/o IgG4) (Figura 15). Tras estos análisis se observó que 
existían diferencias altamente significativas (p < 0,001) entre los valores de los índices por 
ELISA-IgG IVD en el total de los pacientes y los valores de ELISA-IgG IVD de los pacientes 
positivos por el ELISA de subclases (IgG1 y/o IgG4), así como entre los valores de los índices 
por ELISA-IgG IVD del total de los pacientes y los valores de ELISA-IgG IVD de los pacientes 
negativos por el ELISA de subclases (IgG1 y/o IgG4). Además, también se observaron 
diferencias altamente significativas en los valores de ELISA-IgG IVD de los pacientes positivos 

































































































Figura 15. Distribución de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en: a. Todos los 
pacientes estudiados; b. Pacientes con serología de subclases (IgG1 y/o IgG4) positiva; c. 

























Figura 16. Diagrama de cajas de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en todos los 
pacientes estudiados de  forma conjunta y en los pacientes positivos y negativos por el ELISA 
de subclases (IgG1 y/o IgG4). ***p<0,001.  
 
 Debido a esta elevada diferencia estadística entre los resultados de los índices 
serológicos anteriores, se compararon los valores de los índices obtenidos para ELISA-IgG IVD 
con los obtenidos para cada subclase de forma individual. Con referencia a los resultados de 
los valores de índice del ensayo ELISA-IgG IVD para el total de los pacientes y los positivos y 
negativos para la técnica ELISA-IgG1, se observaron diferencias altamente significativas 
(p<0,001) entre los valores de ELISA-IgG IVD del total de pacientes y los que presentaron 
índices positivos para ELISA-IgG1, así como entre los valores por ELISA-IgG IVD de los 
pacientes positivos y negativos para la técnica ELISA-IgG1. La comparación entre los valores 
de ELISA-IgG IVD del total de pacientes y los valores de los pacientes negativos para ELISA-
























































































Figura 17. Distribución de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en: a.  Todos los 


























Figura 18. Diagrama de cajas de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en todos los 
pacientes estudiados de forma conjunta y en los pacientes positivos y negativos a ELISA-IgG1. 
**p<0,01; ***p<0,001. 
 
En relación a los resultados de los valores de índice del ensayo ELISA-IgG IVD, para el 
total de los pacientes y los positivos y negativos para la técnica ELISA-IgG4 también se 
observaron diferencias altamente significativas (p<0,001) entre los valores de ELISA-IgG IVD 
del total de pacientes y los que presentaron los pacientes positivos para ELISA-IgG4, así como 
entre los valores de ELISA-IgG IVD de los pacientes positivos y negativos para la técnica ELISA-
IgG4. La comparación entre los valores de ELISA-IgG IVD del total de pacientes y los valores 


























































































 Figura 19. Distribución de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en: a. Todos los 


























Figura 20. Diagrama de cajas de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en todos los 
pacientes estudiados de forma conjunta y en los pacientes positivos y negativos a ELISA-IgG4. 
**p<0,01; ***p<0,001.  
Además, tratamos de comparar los resultados serológicos con los métodos directos. 
En relación a los resultados de la observación microscópica directa, a partir del análisis en 
fresco de 1, 2 o 3 muestras de heces de los 159 pacientes, tras realizar en 48 pacientes el 
análisis en fresco de una única muestra, 10 de éstos resultaron positivos. El análisis de dos 
muestras pudo realizarse en 53 pacientes, de los cuales 10 fueron positivos y tres muestras 
de heces se consiguieron analizar en 58 pacientes, obteniéndose 8 positivos (Figura 7). 
La técnica de cultivo en agar se pudo realizar en 91 de los 159 pacientes (Figura 7) 
que proporcionaron muestra de heces, obteniéndose en 30 de ellos un resultado positivo 
para Strongyloides spp. y en 61 un resultado negativo.  
En 139 de los 159 pacientes se dispuso de muestras de heces para realizar la técnica 
PCR-rt-Strongyloides spp. (Figura 7) (apartado 3.3.9. de Material y Métodos), detectándose 
62 pacientes positivos. Debido a que por la técnica PCR-rt-Strongyloides spp. se detectaron 
todos los casos positivos obtenidos por las técnicas parasitológicas convencionales, se 
analizaron los resultados obtenidos por ELISA-IgG IVD en pacientes positivos y negativos para 
la técnica PCR-rt-Strongyloides spp. (Figura 21), observándose que no existían diferencias 










































































































Figura 21. Distribución de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en: a. Todos los 
 pacientes estudiados; b.  Pacientes con PCR-rt-Strongyloides spp. positiva; c. Pacientes con 
























Figura 22. Diagrama de cajas de los valores de índice obtenidos por ELISA-IgG IVD en todos los 
pacientes estudiados de forma conjunta y en los pacientes positivos y negativos por PCR-rt-
Strongyloides spp.  
 
Por otro lado, no se observaron diferencias significativas en el estudio de los índices 
obtenidos para la técnica ELISA-IgG1 en el total de pacientes estudiados y los que 
presentaron los pacientes positivos y negativos por la técnica de PCR-rt-Strongyloides spp. 

























































































Figura 23. Distribución de los valores de índice para ELISA-IgG1 en: a. Todos los pacientes 
 estudiados; b. Pacientes con PCR- rt-Strongyloides spp. positiva; c. Pacientes con PCR-rt-























Figura 24. Diagrama de caja para los resultados de índice por ELISA-IgG1 en todos los 
pacientes estudiados de forma conjunta y en los positivos y negativos para PCR-rt-
Strongyloides spp. 
 
Del mismo modo, no se observaron diferencias significativas entre los valores de 
índice de ELISA-IgG4 para el total de los pacientes estudiados y los que presentaron los 

































































































Figura 25. a. Distribución de los valores de índice para ELISA-IgG4 en: Todos los pacientes estudiados; 























Figura 26. Diagrama de caja para los resultados de índice por ELISA-IgG4 en en todos los 
pacientes estudiados de forma conjunta y en los positivos y negativos para PCR-rt-
Strongyloides spp.  
La comparación de los resultados obtenidos por las técnicas de ELISA-IgG1 y de 
ELISA-IgG4 en los pacientes que presentaron un índice positivo y negativo por ELISA-IgG IVD 
no se realizó ya que sólo hubo 5 pacientes negativos para la técnica de ELISA-IgG IVD, siendo 
todos ellos negativos para el ELISA de subclases (IgG1 e IgG4). 
Posteriormente, estos resultados se analizaron de forma cualitativa y para ello se 
construyeron las tablas de frecuencia 2 x 2 y se calculó el índice de Kappa para determinar el 
grado de concordancia entre las técnicas diagnósticas empleadas eliminando los datos de los 
pacientes indeterminados. En todos los casos la concordancia obtenida entre las diferentes 
técnicas serológicas, tras el cálculo del índice Kappa, resultó insignificante según los criterios 










 ELISA-IgG IVD 





0,024 (-0,024 a 0,071)  
Insignificante ELISA (IgG1 
y/o IgG4) 
Negativo 3 78 
Positivo 1 77 
 




 ELISA-IgG IVD 





0,032 (0,0004 a 0,063) 
 Insignificante ELISA-IgG1  
Negativo 4 94 
Positivo 0 61 
 




 ELISA -IgG IVD 





0,003 (-0,027 a 0,033) 
 Insignificante ELISA-IgG4 
Negativo 3 111 
Positivo 1 46 
 










0,024 (-0,024 a 0,071) 
 Insignificante ELISA-IgG1  
Negativo 3 78 
Positivo 1 77 
 
Tabla 10. Tablas de frecuencia 2 x 2 e índice Kappa para las técnicas serológicas empleadas: ELISA-IgG 
IVD y ELISA para la determinación de subclases de isotipos IgG1 e IgG4. 
 
Las tablas de frecuencia 2 x 2 y el índice de Kappa obtenido al comparar los 
resultados obtenidos por las técnicas moleculares y serológicas, tras haber eliminado los 
pacientes en los que no se obtuvo resultado molecular debido a la inhibición de la técnica 
PCR-rt-Strongyloides spp. y los considerados indeterminados por las técnicas serológicas, 
aparecen recogidas en la Tabla 11. La concordancia entre los resultados obtenidos por las 
técnicas serológicas y moleculares resultó insignificante, excepto en los resultados obtenidos 





















Negativo 48 25 
Positivo 37 32 
  
Negativo Positivo 
0,074 (-0,09 a 0,24) 
Insignificante ELISA-IgG1  
Negativo 56 34 
Positivo 29 24 
  
Negativo Positivo 
0,22 (0,057 a 0,38) 
Discreta ELISA-IgG4 
Negativo 69 34 
Positivo 17 23 
  
Negativo Positivo 
0,0054 (-0,033 a 0,044) 
Insignificante ELISA -IgG 
IVD  
Negativo 2 1 
Positivo 82 57 
 
Tabla 11. Tablas de frecuencia 2 x 2 e índice Kappa para las técnicas serológicas en comparación con la 
técnica PCR-rt-Strongyloides spp.  
 
Tras analizar las distribuciones de los valores de índices para ELISA-IgG IVD en 
pacientes con serología positiva y negativa por ELISA-IgG1 y/o IgG4, como se mostró en las 
Figuras 15 y 16 y con los datos disponibles de PCR-rt-Strongyloides spp., se observó que los 
pacientes positivos por el ELISA de subclases eran aquellos que presentaban índices más 
altos para ELISA-IgG IVD. Por este motivo se categorizó el valor del índice obtenido por la 
técnica ELISA-IgG IVD en cuatro grupos (1 a 2; 2 a 3; 3 a 4 y >4) y se calculó el número y 
porcentaje de muestras positivas y negativas por ELISA a las subclases 1 y/o 4 en cada grupo. 
Se observó que el mayor número de muestras positivas por ELISA de subclases (80,56%) 
correspondía a las muestras que por ELISA-IgG IVD presentaron un índice mayor de 4 y el 
mayor número de negativos a ELISA de subclases se encontró en los pacientes positivos por 
ELISA-IgG IVD con un índice entre 1 y 2, aunque en las categorías de índice por ELISA-IgG IVD 










ELISA-IgG IVD  
n (%) de positivos a subclases 
(IgG1 y/o IgG4)  
n (%) de negativos a subclases 
(IgG1 y/o IgG4)  
1 a 2 
(n=53) 
6 (10,71%) 47 (83,93%) 
n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) 
3 (50,00%) 3 (50,00%) 17 (36,17%) 30 (63,83%) 
2 a 3 
(n=26) 
8 (30,77%) 18 (69,23%) 
n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) 
2 (25,00%) 6 (75,00%) 4 (22,22%) 14 (77,78%) 
3 a 4 
(n=10) 
5 (50,00%) 5 (50,00%) 
n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) 
2 (40,00%) 3 (60,00%) 2 (40,00%) 3 (60,00%) 
>4 
(n=72) 
58 (80,56%) 14 (19,44%) 
n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) n (%) PCR-rt (+) n (%) PCR-rt (-) 
22 (37,93%) 36 (62,07%) 3 (21,43%) 11 (78,57%) 
 
Tabla 12. Número y porcentaje de resultados positivos y negativos por ELISA-IgG1 y/o IgG4 en relación 
a las categorías establecidas de índices obtenidos por ELISA-IgG IVD (1 a 2; 2 a 3; 3 a 4 y > 4). 
 
Por otro lado, comparamos los resultados serológicos en relación al estado 
inmunológico de los pacientes. De los 182 pacientes reclutados, 49 de ellos eran individuos 
inmunosuprimidos, cuyas causas de inmunosupresión aparecen recogidas en la Figura 27, 
siendo la más frecuente la infección por el virus VIH seguido por el padecimiento de una 







Figura 27. Causas de inmunosupresión de los pacientes del estudio con estatus de inmunodeprimidos. 
En relación a los 48 pacientes inmunodeprimidos, 30 de ellos fueron pacientes 
positivos al virus VIH. En 29 de ellos se dispuso de muestra de suero, siendo 27 positivas por 
la técnica ELISA-IgG IVD y 2 indeterminadas. Además, de estas 29 muestras, 10 resultaron 
positivas por ELISA-IgG1 y/o IgG4. El análisis en fresco a partir de las muestras de heces se 
consiguió realizar en 13 pacientes de los cuales en 4 se analizó una única muestra, en 3 se 
analizaron 2 muestras y en 6 de ellos 3 muestras, resultando todas ellas negativas. En los 13 
pacientes también se realizó el cultivo en agar, siendo positivos únicamente 3. La técnica de 
PCR-rt-Strongyloides spp. se pudo realizar en 26 muestras de estos pacientes obteniéndose 
10 positivas. Hay que destacar que las 3 muestras positivas por cultivo en agar lo fueron 
también por la técnica PCR-rt-Strongyloides spp., al igual que las positivas por análisis en 
fresco (Tabla 13). 
 
 
Tabla 13. Resultado de las técnicas empleadas para el análisis de las muestras de los pacientes con 
estatus de inmunodeprimidos según su causa de inmunosupresión. *a uno de los pacientes no se le 
pudo realizar la técnica PCR-rt-Strongyloides spp. **a dos pacientes no se les pudo realizar el ensayo 
ELISA-IgG1 y/o IgG4 y a 4 no se les pudo realizar la técnica PCR-rt-Strongyloides spp. 
+ - + - + -
Enfermedad autoinmune 10* 8 2 6 4 5 4
Neoplasia 3 3 0 1 2 1 2
Transplante 3* 3 0 1 2 0 2
Tratamiento crónico con corticoides 2 1 1 0 2 0 2
VIH 30** 27 3 9 19 10 16
Técnicas diagnósticas
nº muestrasCausa de inmunosupresión




Por otro lado, es importante mencionar que uno de los dos pacientes positivos al 
virus HTLV-1 resultó ser negativo para la técnica ELISA-IgG1 con un índice de 0,22 pero 
positivo para IgG4 con un índice de 7,34 y positivo para ELISA-IgG IVD con un alto índice de 
14. Además, este paciente fue positivo por PCR-rt-Strongyloides spp. y por el análisis en 
fresco en sus dos muestras de heces, no realizándose la técnica de cultivo en agar. Sin 
embargo, el otro paciente con serología positiva al virus, que además había sufrido una 
neoplasia, fue positivo para el ensayo ELISA-IgG1 con un índice de 1,32 y para ELISA-IgG IVD 
con un índice de 6,1 pero negativo para la subclase 4, PCR-rt-Strongyloides spp., análisis en 
fresco de sus tres muestras de heces y cultivo en agar. 
La comparación de los resultados de los índices obtenidos por ELISA-IgG IVD, ELISA-
IgG1 e IgG4 en la población inmunodeprimida e inmunocompetente a través de diagrama de 
cajas, así como con el test de Wilcoxon, reveló que existían diferencias muy significativas 
(p<0,01) en los resultados obtenidos por ELISA-IgG IVD y por ELISA-IgG1 en ambas 






































Figura 28. Diagrama de cajas de los valores de índice obtenidos en individuos inmunodeprimidos e 






Todos aquellos pacientes que fueron diagnosticados por técnicas serológicas y/o 
moleculares fueron sometidos a tratamiento de acuerdo a los protocolos establecidos en los 
hospitales donde fueron reclutados. De los 178 pacientes que fueron positivos se consiguió 
realizar el seguimiento post-tratamiento a los 6 meses en 129 de ellos mediante las técnicas 
parasitológicas (análisis en fresco y cultivo en agar), serológicas (ELISA-IgG IVD y ELISA-IgG1 e 
IgG4) y moleculares (PCR-rt-Strongyloides spp.). Se compararon los resultados de los índices 
obtenidos por ELISA-IgG IVD, ELISA-IgG1 y ELISA-IgG4 antes y después del tratamiento 
mediante el test de Wilcoxon, observándose que existían diferencias altamente significativas 
(p<0,001) entre los resultados obtenidos por las 3 técnicas en los pacientes pretratamiento y 
post-tratamiento (Figura 29). El análisis en fresco tras el tratamiento se llevó a cabo en 111 
pacientes, de los cuales en 45 se analizó una única muestra, en 37 se dispuso de 2 muestras y 
en 29 de 3, siendo todas ellas negativas por dicho método. El cultivo en agar se realizó en 75 
pacientes siendo todos negativos por dicho método. En referencia a los resultados de la 
técnica PCR-rt-Strongyloides spp. tras el tratamiento se dispuso de 94 muestras de heces, 
observando que de 43 muestras de pacientes positivos pretratamiento, 37 fueron negativas y 
6 se mantuvieron positivas; mientras que de 51 muestras negativas, 50 fueron negativas y 1 
positiva. De las 6 muestras positivas tras el tratamiento por PCR-rt-Strongyloides spp., 
únicamente una de ellos lo fue también por el ensayo ELISA-IgG4 resultando negativo tanto 
para el análisis por ELISA-IgG IVD como para el ELISA-IgG1. De las 37 que fueron negativas 
por PCR-rt-Strongyloides spp., 4 fueron positivas para la subclase 4 mientras que 7 para la 
subclase 1 y 1 muestra fue positiva para ambas subclases de inmunoglobulinas G (1 y 4). Por 
último, 5 muestras fueron positivas para el ELISA-IgG IVD y 2 fueron positivas para la subclase 
































Figura 29. Diagrama de cajas de los valores de índice en pacientes antes y después del tratamiento 





Con respecto a los 48 pacientes inmunosupromidos, se pudo realizar el segimiento post-tratamiento 
mediante la técnica IVD a 37 (77,08%), obteniéndose diferencias altamente significativas (p<0,001) en 
los valores de índice antes y después del tratamiento (Figura 30). La comparación de los índices para 
IgG1 e IgG4 antes y después del tratamiento se realizó en 41 de los 48 pacientes (85,42%) y solo 
































Figura 30. Diagrama de cajas de los valores de índice en pacientes inmunodeprimidos antes y después 





4.1.3. Aplicación de la técnica de ELISA-IgG1/IgG4 en muestras de suero de población general 
en zona endémica (Etiopía). 
A la vista de las diferencias altamente significativas obtenidas en el apartado anterior 
al comparar los valores de los índices obtenidos para la técnica de ELISA-IgG1 e IgG4 en los 
pacientes antes y después del tratamiento, poniendo de manifiesto la utilidad de la 
determinación de las subclases de isotipos como evaluación de la eficacia del tratamiento y 
debido a la posibilidad de disponer de otras muestras de suero post-tratamiento, procedimos 
al análisis de éstas. En este caso los pacientes provenían de población general de zona 
endémica, región de Amhara (Etiopía) y previamente habían sido positivos por técnicas de 
detección directa (técnica de Baermann y PCR-rt-Strongyloides spp.). Se procedió a la 
aplicación de la técnica ELISA-IgG1 e IgG4 en las muestras de suero de dichos pacientes, 
definidas en el apartado 3.1.2.1. de Material y Métodos, y cuyas características aparecen 
descritas en el apartado 3.2.3. del mismo capítulo. 
Tras el estudio serológico por el método de ELISA para la determinación de las 
subclases IgG1 e IgG4 de las 190 muestras de suero disponibles, se obtuvo que 19 de ellas 
(10,00%; 19/190) fueron positivas para cualquiera de las dos subclases (IgG1 y/o IgG4) 
mientras que 171 resultaron ser negativas. La subclase mayoritaria fue IgG1 encontrándose 
en 14 muestras (7,37%; 14/190), mientras que la subclase IgG4 estuvo presente en 8 de las 
muestras (4,21 %; 8/190). Únicamente 2 muestras (1,05%; 2/190) resultaron positivas para 
ambas subclases a la vez (IgG1 e IgG4). Por otro lado, desde el punto de vista parasitológico, 
de las 190 muestras de heces recogidas de los mismos pacientes, 55 fueron positivas por la 
técnica PCR-rt-Strongyloides spp. (28,95%; 55/190), de las cuales 5 pertenecían a pacientes 
que fueron positivos por la técnica ELISA-IgG1 y/o IgG4, siendo 3 de ellos positivos por ELISA-
IgG1 y 2 por ambas subclases (IgG1 e IgG4). De las 135 muestras que resultaron negativas por 
PCR-rt-Strongyloides spp., 14 de ellas pertenecieron a pacientes que presentaron unos 
índices positivos por ELISA-IgG1 y/o IgG4, de manera que 9 lo fueron para la subclase G1 y 5 
para la subclase G4, no encontrándose ningún paciente positivo para ambas subclases.  
4.1.4. Diagnóstico de la estrongiloidiasis mediante el método de Western Blot (WB). 
Con el fin de determinar las posibles bandas de carácter diagnóstico para 
Strongyloides spp. se empleó la técnica de Western Blot (WB) en los 4 grupos de sueros (1-4) 
descritos en el apartado 3.1.2.1. de Material y Métodos. 
El método se desarrolló siguiendo el protocolo recogido en el apartado 3.3.4. de 




fraccionado en geles preparativos y transferido a una membrana de nitrocelulosa. Dicha 
membrana fue cortada en tiras, tal y como se describe en el apartado 3.3.4.3. de Material y 
Métodos que se enfrentaron a las diferentes baterías de suero mencionadas.  
En primer lugar se analizaron un total de 10 sueros pertenecientes a pacientes con 
estrongiloidisiasis parasitológicamente confirmada (grupo 1 del apartado 3.1.2.1. de Material 
y Métodos). El patrón de reconocimiento obtenido se muestra en la Tabla 14, caracterizado 
por la obtención de un smear en todos ellos, excepto en el nº 6, comprendido entre 27-41 
kDa aproximadamente y destacando también la aparición de bandas de alto peso molecular.  
 
Tabla 14. Patrón de bandas reactivas por WB en los sueros parasitológicamente positivos a 
Strongyloides spp. y con índices entre 2-15 por ELISA-IgG IVD. 
A continuación se analizaron 30 sueros de donantes negativos (grupo 4 del apartado 
3.1.2.1. de Material y Métodos), los cuales presentaron diversos índices, desde 0,01 a 0,73 
por ELISA-IgG IVD. En ninguno de los sueros se reconocieron proteínas por debajo de 40 kDa, 
pero sí proteínas de alto peso molecular en 8 de las muestras analizadas. Por otro lado, al 
analizar por WB los 20 sueros que presentaron un índice negativo por ELISA-IgG IVD pero que 
fueron positivos por el método ELISA a otras helmintiasis (grupo 3 del apartado 3.1.2.1. de 
Material y Métodos), se observó que en cuatro de estos sueros se reconocían proteínas de 
alto peso molecular (103 kDa; 90 kDa; 80 kDa; 80 kDa); en 3 de medio (69 kDa; 65 kDa; 50 
kDa); y en uno de bajo (17 kDa). De manera que al superponer los patrones de 
reconocimiento el smear obtenido en los sueros de pacientes parasitológicamente 
confirmados con larvas en heces, comprendido en el rango de 27-41 kDa, no aparece 
reconocido por sueros negativos de donantes ni en sueros de pacientes con resultado 
positivo a otras helmintiasis afines, por lo que podrían encontrarse en él proteínas 
específicas confirmatorias del diagnóstico de estrongiloidiasis (Tabla 15).  
ELISA
















Tabla 15. Bandas reactivas obtenidas por WB en los sueros de donantes negativos y positivos por 
ELISA para otras helmintiasis. 
Además, también se analizaron 42 sueros de pacientes con serología positiva por 
ELISA-IgG IVD, sin datos parasitológicos, con diversos índices desde 1,67 a 16,18 (grupo 2 del 
apartado 3.1.2.1. de Material y Métodos). El 76,18% de los sueros, con índices comprendidos 
entre 1,93 a 16,18, presentaron una o más bandas reactivas dentro del rango de 27-41 kDa, 
característico de las muestras de suero de pacientes con larvas en heces, y de ellos además, 
19 en forma de smear. Por otro lado en estas muestras se aprecian patrones con diferencias 
muy marcadas a los descritos anteriormente. Es de destacar la presencia en 9 sueros 
(números 7, 8, 10, 13, 19, 24, 27 y 32) de un triplete de proteínas de 37 kDa, 41 kDa y 250 
kDa, que en los cuatro primeros (7, 8, 10 y 13) va acompañado de bandas de 31 kDa y 33 kDa. 
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Además, hay un grupo de 8 sueros (números 14, 17, 22, 25, 28, 37, 40 y 42), todos ellos con 
un índice por ELISA-IgG IVD superior a 5, en los que aparecen bandas de 27 kDa a 30 kDa y 
otro (números 4, 6, 11, 23, 29, 36 y 39) con bandas de 30 a 35 kDa. Por último encontramos 
que 3 de los sueros (números 1, 3 y 5) analizados con índices de 1-2 sólo reconocieron 
bandas de alto peso molecular y en 3 sueros (números 26, 30 y 35) no se obtuvo patrón de 
reconocimiento (Tabla 16).  
 
 
Tabla 16. Bandas reactivas obtenidas por WB en los sueros serológicamente positivos por ELISA-IgG 
IVD a Strongyloides spp. 
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4.2. Diagnóstico molecular de geohelmintiasis. 
4.2.1. Extracción de ADN a partir de muestras de heces: comparación de protocolos de 
extracción. 
Se utilizaron 4 kits comerciales de extracción de ADN con el fin de seleccionar el que 
mejor rendimiento presentase, en términos de concentración y calidad de ADN, para el 
aislamiento a partir de huevos de helmintos sabiendo que uno de ellos, el kit de QIAamp Fast 
DNA Stool Mini Kit (Qiagen, Hilden, Germany), ya se ha utilizado con éxito en la extracción del 
ADN a partir de muestras de heces con larvas de Strongyloides spp.  
La extracción se llevó a cabo en una de las muestras de heces de donantes sanos 
españoles elegida al azar (apartado 3.1.2.2. de Material y Métodos), la cual fue previamente 
concentrada según el apartado 3.3.5. del mismo capítulo. Distintas alícuotas de esta muestra 
se doparon artificialmente con huevos de A. lumbricoides y T. trichiura tal y como aparece 
descrito en el apartado 3.3.6. de Material y Métodos.  
La prueba de extracción para los huevos de A. lumbricoides se realizó en 12 alícuotas 
del concentrado de la muestra de heces del donante sano, utilizando 8 de ellas para el 
dopaje (A1-A8) y 4 como controles negativos (N1A-N4A) y empleando los cuatro kits de 








Tabla 17. Muestras de heces negativas y dopadas con huevos de A. lumbricoides utilizadas 
con los diferentes kits de extracción de ADN. 
 
Siguiendo los protocolos de trabajo descritos en el apartado 3.3.7.2. de Material y 
Métodos para cada uno de los kits utilizados, los resultados de concentración y pureza de los 
ADNs obtenidos al cuantificarlos por Nanodrop ND-1000 aparecen recogidos en la Tabla 18. 
Nombre del Kit 
Muestras 
Negativas Dopadas 
QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit N1A 
A1 
A2 
Speedtools tissue DNA extraction Kit N2A 
A3 
A4 
Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit N3A 
A5 
A6 












QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit 
N1A 20,58 1,55 0,55 
A1 14,65 1,70 0,80 
A2 15,12 1,67 0,70 
Speedtools tissue DNA extraction Kit 
N2A 55,19 1,35 0,39 
A3 41,15 1,44 0,46 
A4 68,08 1,42 0,58 
Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit 
N3A 94,32 1,80 1,66 
A5 98,53 1,80 1,64 
A6 87,01 1,83 1,59 
PowerSoil DNA Isolation Kit 
N4A 10,59 1,41 0,78 
A7 10,38 1,40 0,60 
A8 12,66 1,33 0,68 
    
 
    
Tabla 18. Concentración en ng/µl y pureza en las distintas extracciones de ADN de las muestras de 
heces negativas y dopadas experimentalmente con huevos de A. lumbricoides. 
 
Igualmente en la prueba de extracción de ADN para los huevos de T. trichiura se 
emplearon 12 alícuotas del concentrado de la muestra de heces del donante sano, utilizando 
4 de ellas como controles negativos (N1T-N4T) y 8 para el dopaje (T1-T8) según aparece en la 









Tabla 19. Muestras de heces negativas y dopadas con huevos de Trichuris spp. utilizadas con los 
diferentes kits de extracción de ADN. 
Nombre del Kit 
Muestras 
Negativas Dopadas 
QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit N1T 
T1 
T2 
Speedtools tissue DNA extraction Kit N2T 
T3 
T4 
Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit N3T 
T5 
T6 







Los resultados de concentración y pureza de los ADNs obtenidos siguiendo los 
protocolos de cada uno de los kits empleados tras su cuantificación por Nanodrop ND-1000 







QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit 
N1T 30,11 1,93 0,77 
T1 25,37 1,76 1,00 
T2 25,13 1,97 0,86 
Speedtools tissue DNA extraction Kit 
N2T 53,14 1,57 0,79 
T3 39,40 1,31 0,47 
T4 58,03 1,44 0,64 
Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit 
N3T 84,14 1,80 1,57 
T5 61,11 1,74 1,30 
T6 46,24 1,82 1,48 
PowerSoil DNA Isolation Kit 
N4T 14,25 1,99 1,78 
T7 13,84 1,86 1,85 
T8 5,45 1,78 2,06 
    
 
    
Tabla 20. Concentración en ng/µl y pureza en las distintas extracciones de ADN de las muestras de 
heces negativas y dopadas experimentalmente con huevos de T. trichiura. 
 
De acuerdo a los resultados obtenidos, el mejor método de extracción en términos 
de cantidad de ADN obtenido y pureza del mismo, tanto para el caso de muestras 
artificialmente inoculadas con A. lumbricoides como con T. trichiura,  es el método Favorprep 
Stool DNA Isolation Mini Kit, tal como aparece remarcado en la Tablas 18 y 20, seguido del 
QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit. 
4.2.2. Protocolos de amplificación por PCR en tiempo real (PCR-rt) en formato simple para 
Ascaris spp., Trichuris spp., Necator spp., Ancylostoma spp. y Strongyloides spp. 
Inicialmente, nos propusimos desarrollar un método de PCR en tiempo real en 
formato simple para cada uno de los geohelmintos del estudio: Ascaris spp., Trichuris spp., 
Necator spp., Ancylostoma spp. y Strongyloides spp. Nuestro primer paso fue trasladar la 
técnica de PCR-rt-Strongyloides spp. con SybrGreen, descrita y utilizada de forma rutinaria 
por nuestro grupo de investigación, a un método de PCR en tiempo real utilizando sondas de 





Material y métodos) complementaria a las bases 56 a 75 del amplicón de 101 pb (1530 a 
1630) de la región 18S del ARNr de Strongyloides spp. (GenBank: AF279916.2). En un 
volumen final de 25 µL, se emplearon los cebadores y la sonda a una concentración de 100 
nM. Las condiciones de amplificación utilizadas fueron de 15 minutos a 95 °C seguido de 45 
ciclos de 95 °C durante 9 segundos y 60 °C durante 60 segundos. Se utilizó como control 
positivo 5 ng de ADN genómico de L3 de S. venezuelensis y como control negativo ADN 
extraído de una muestra de heces de un individuo donante sano mediante el kit QIAamp Fast 
DNA Stool Mini Kit (apartado 3.3.10.2. de Material y Métodos). El análisis de los datos se 
realizó con el programa Rotor Gene 6000 Series software versión 1.7 considerándose una 
muestra positiva cuando se obtuvo un incremento significativo de fluorescencia por encima 
del umbral establecido para la sonda. Posteriormente se llevó a cabo la optimización del 
resto de protocolos en formato simple para Ascaris spp., Trichuris spp., Necator spp. y 
Ancylostoma spp. Se utilizaron las sondas para cada geohelminto a una concentración de 100 
nM y los cebadores a una concentración de 100 nM para Ancylostoma spp., Necator spp. y de 
60 nM para Trichuris spp. y Ascaris spp. (Tabla 4 del apartado 3.3.10.1. de Material y 
Métodos). Los fragmentos de amplificación obtenidos fueron de 88, 71 y 56 pb de la región 
ITS-1 de Ascaris spp., Ancylostoma spp. y Trichuris spp., respectivamente y de 101 pb de la 
región ITS-2 de Necator spp. El volumen final de reacción y las condiciones de amplificación 
fueron las mismas que para la detección de Strongyloides spp. anteriormente descritas, 
utilizando como control positivo 5 ng de ADN genómico de cada geohelminto, extraído según 
aparece recogido en el apartado 3.3.7.1. de Material y Métodos, a partir de un fragmento de 
adulto de A. lumbricoides, larvas de uncinarias procedentes de un cultivo en agar y adultos de 
T. muris. Como control negativo de nuevo se incluyó el ADN extraído de la muestra de heces 
de un individuo donante sano mediante el kit QIAamp Fast DNA Stool Min kit.  
Para establecer los límites de detección se realizaron diluciones seriadas del ADN 
genómico de cada geohelminto anteriormente citados. Se partió en todos ellos de 100 ng de 
ADN y se realizaron diluciones seriadas desde la dilución 1/10 hasta 1/10.000.000, por 
duplicado. En los ensayos realizados se estableció el límite de detección en  0,10 pg para cada 
geohelminto. 
Una vez optimizados los protocolos de amplificación en formato simple para los 
geohelmintos de estudio se procedio a evaluar, en términos de amplificación utilizando 
dichos protocolos, el ADN obtenido mediante los 4 kits comerciales de QIAamp Fast DNA 
Stool Mini Kit, Speedtools tissue DNA extraction Kit, Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit y 




trichiura. En el caso de las muestras dopadas con huevos de A. lumbricoides únicamente se 
observó amplificación en las muestras de heces extraídas con el kit QIAamp Fast DNA Stool 
Mini Kit y en uno de los duplicados de la muestra dopada extraída con el kit PowerSoil DNA 
Isolation Kit. Con las muestras extraídas con el método Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit 
se obtuvo un resultado de inhibición de la PCR, por lo que se procedió a diluir las muestras 
utilizando una dilución 1/10 de las mismas, pero aún así no se obtuvo amplificación en 
ninguna de ellas. En el caso de las muestras de heces dopadas con huevos de T. trichiura, no 
se obtuvo amplificación para ninguna de las extracciones, excepto en las obtenidas con el kit 
de Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit. 
Dado estos resultados, junto con los valores de concentración y pureza obtenidos 
anteriormente para estos ADNs, se escogió el método QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit para 
llevar a cabo la extracción de las muestras de heces de pacientes con sospecha de padecer 
geohelmintiasis pero incluyendo dos pasos previos de lisis: i) agitación de la muestra durante 
5 minutos con bolas de vidrio de diferentes tamaños, y ii) incubación de la muestra a 95ªC 
durante 10 minutos, pasos que aporta el protocolo de Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit 
con el fin de conseguir una mayor eficiencia en la extracción, con mejor rotura de los 
parásitos y mayor rendimiento de ADN. 
4.2.3. Protocolo de amplificación por PCR en tiempo real en formato múltiplex. 
 Una vez elegido el método de extracción de ADN más adecuado y estandarizado el 
protocolo de amplificación en formato simple para cada geohelminto se procedió a 
desarrollar un protocolo en formato múltiplex a partir de los mismos, con el objetivo de que 
una sola reacción de PCR nos permitiera identificar los cinco geohelmintos de nuestro 
estudio (PCR-rt-múltiplex). Se emplearon los mismos cebadores y las mismas sondas que en 
formato simple (Tabla 4 del apartado 3.3.10.1. de Material y Métodos). La reacción se llevó a 
cabo en un volumen final de 25 µl incluyendo los cebadores a una concentración de 100 nM 
para Ancylostoma spp., Necator spp. y Strongyloides spp., y de 60 nM para Trichuris spp. y 
Ascaris spp., y todas las sondas a una concentración de 100 nM. Se utilizó un programa de 
amplificación de 15 minutos a 95 °C, seguido de 45 ciclos de 95 °C durante 9 segundos y 60 °C 
durante 60 segundos. Como controles positivos se incluyeron los ADNs genómicos 
individuales de cada parásito a la misma concentración que en formato simple y un control 
denominado mixto, que incluyó 5 ng de ADN genómico de cada uno de los 5 parásitos. Como 
control negativo se empleó el ADN extraído con el kit QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit de una 
muestra de heces de un individuo sano realizando los pasos de lisis como se describe en el 




para cada canal sin existir interferencia entre ellos y se consideró una muestra positiva 
cuando se obtuvo un incremento de fluorescencia significativo por encima del umbral 
establecido de cada sonda mediante el programa Rotor Gene 6000 Series software versión 
1.7. 
 Para comprobar la especificidad de la técnica se analizaron los ADNs de diferentes 
parásitos intestinales (Entamoeba histolytica, Cryptosporidium spp., Giardia duodenalis, 
Blastocystis spp., Anisakis spp.) y tisulares (Echinococcus granulosus s.l., Loa loa, Mansonella 
spp.) (apartado 3.1.1.1. de Material y Métodos), verificándose que no se obtuvo 
amplificación para ninguno de ellos. 
4.2.4. Evaluación de la técnica PCR-rt-múltiplex en muestras clínicas de heces de pacientes 
inmigrantes o viajeros, con sospecha de padecer geohelmintiasis.  
Se realizó un ensayo preliminar, con muestras de heces de pacientes procedentes del 
Hospital Universitario Severo Ochoa en Madrid, analizando un total de 97 muestras 
pertenecientes a 65 pacientes. En 24 de ellos se recogieron 2 muestras, en 8 pacientes 3 
muestras, y en 25 tan solo se pudo recoger 1 muestra. El rango de edad se encontró entre 1-
80 años, siendo la media 34,11 años y la mediana de 37,00. El número de mujeres fue de 34 y 
el de hombres 31. En cuanto a su origen, sólo uno de los pacientes analizados procedió del 
continente asiático (China), 56 del continente africano [Angola (n=1), Camerún (n=3), Congo 
(n=2), Guinea Conakry (n=2), Guinea Ecuatorial (n=27), Nigeria (n=20) y Senegal (n=1)], tres 
del continente americano [Honduras (n=1), Bolivia (n=1), Perú (n=1)] y cinco del continente 
europeo (España).  
De las 97 muestras analizadas 10 de ellas, correspondientes a 8 pacientes, fueron 
positivas para algún geohelminto. Uno de los 8 pacientes presentó 2 muestras, de las 3 que 
se recogieron, positivas para Trichuris spp. Para un paciente del que se disponía de 2 
muestras, 1 de ellas fue positiva para Strongyloides spp. En 5 pacientes de los que sólo se 
obtuvo una muestra, 2 fueron positivos para Necator spp., y 3 para Strongyloides spp. Por 
último, en un paciente con 2 muestras se encontró una coinfección, 1 de ellas fue positiva 
para Strongyloides spp. y Trichuris spp. y otra para Trichuris spp. y Ascaris spp. Todos los 
pacientes positivos fueron africanos, 5 de ellos mujeres y 3 hombres con una edad 
comprendida entre 2 y 71 años. Tres de ellos presentaron eosinofilia y, además uno de ellos, 
prurito y dolor abdominal.  
Posteriormente, se procedió a la aplicación de esta metodología en las muestras de 




El Ejido (n=14) en Almería, Hospital Universitario Vall d’Hebrón (n=55) y Unidad de Salud 
Internacional de Drassanes (n=53) ambos en Barcelona, con sospecha de padecer 
geohelmintiasis (Figura 31). La información epidemiológica, clínica y analítica de cada 
paciente fue incluida en una ficha que fue común para los tres hospitales de estudio (en el 




Figura 31. Diagrama de los pacientes reclutados y las muestras obtenidas de los mismos para cada 
prueba diagnóstica. 
De todos los pacientes, 53 eran mujeres y 69 hombres. La edad de los pacientes se 
encontró entre 15 y 88 años, con una media de 37,48 y una mediana de 37,27.  El país de 
origen de los 111 pacientes inmigrantes aparece reflejado en la Figura 32. El 60% de estos 
pacientes procedió de América, siendo el país más frecuente Bolivia (54,41%) seguido de 
Ecuador (13,24%). El continente africano representó un 29% del total de los pacientes 
inmigrantes, mayoritariamente de Guinea Ecuatorial (18,18%) y de Guinea Bissau (12,12%). 
Asia representó el 11%, siendo Bangladesh (46,15%) y Pakistán (38,46%) los países de origen 
más frecuentes. De los 11 viajeros: 1 viajó al continente asiático (Georgia), 2 viajaron a África 
(1 a Camerún y otro a Marruecos), 1 a América (Bolivia), 3 a Europa (1 a Inglaterra, 1 a 





Figura 32. Origen geográfico (%) de los pacientes inmigrantes incluidos en el estudio. 
 
En cuanto a los antecedentes clínicos, 97 de ellos no presentaban manifestaciones 
alérgicas, 23 sí (16 de forma leve y 7 moderada) y de 2 no se dispuso de este dato. De los 122 
pacientes estudiados 3 de ellos se encontraban inmunocomprometidos, siendo el motivo de 
uno de ellos una infección por el virus VIH y desconociéndose las causas en el resto. Ningún 
paciente había sido sometido a transplante ni había padecido enfermedades autoinmunes y 
sólo uno de ellos había sufrido una neoplasia de mama.  
Para la evaluación de los criterios clínicos, se consideró un paciente con eosinofilia 
cuando presentaba más de 500 eosinófilos/µl o un valor relativo superior al 7%, 
categorizándose en leve cuando el número de eosinófilos/µl se situaba entre 500 y 1500, 
moderada entre 1500 y 3000, y grave más de 3000. Por otro lado, la IgE se consideró elevada 
cuando su valor fue superior a 500 U/ml. En cuanto al nivel de hemoglobina, se estableció 
que un paciente sufría anemia cuando la hemoglobina presentó un valor inferior a 12 g/dl. 
La información clínica y analítica recogida de la población analizada aparece detallada 







Figura 33. Manifestaciones clínico-analíticas de los pacientes atendidos en el Hospital Universitario 










Figura 35. Manifestaciones clínico-analíticas de los pacientes atendidos en la Unidad de Salud 
Internacional de Drassanes (Barcelona). 
Tal y como aparece recogido en el apartado 3.3.1. de Material y Métodos en cada 
hospital se llevaron a cabo las técnicas parasitológicas convencionales de análisis en fresco y 
cultivo en agar. Es de destacar que tras la realización del examen en fresco el geohelminto 
mayoritariamente encontrado fue Strongyloides spp., detectándose en 29 pacientes de los 
116 analizados. En menor medida se detectaron también el resto de geohelmintos de 
manera que 6 de los 116 pacientes analizados fueron positivos para Ascaris spp., 10 para 
uncinarias y por último 5 para Trichuris spp. 
En cuanto a los resultados obtenidos mediante el cultivo en agar, 29 pacientes fueron 
positivos para Strongyloides spp. y 7 para uncinarias, siendo el resto negativos.   
En referencia a los resultados por PCR-rt-múltiplex para la detección de 
geohelmintos, se dispuso de 99 muestras de heces detectándose un total de 33 pacientes 
positivos, de los cuales 30 presentaron infección por un solo geohelminto: 26 pacientes 
fueron positivos a Strongyloides spp., 1 a Ancylostoma spp., 1 a Necator spp. y 2 a Ascaris 
spp.; 3 pacientes presentaron multi-infección por dos geohelmintos: 1 paciente positivo a 
Ascaris spp. y Strongyloides spp.; 1 positivo a Necator spp. y Strongyloides spp. y 1 positivo a 
Ancylostoma spp. y Strongyloides spp.  
En la comparación de los resultados obtenidos por la técnica parasitológica de 
análisis en fresco y molecular de PCR-rt-múltiplex se observó que de los 29 pacientes 
positivos para Strongyloides spp. por visualización de las larvas en el análisis en fresco, 5 se 




Ancylostoma spp.; de los 6 positivos a Ascaris spp., 3 fueron confirmados por la PCR-rt-
múltiplex; de los 10 positivos a uncinarias, 2 fueron positivos a Necator spp. y de los 5 
positivos para Trichuris spp., la técnica PCR-rt-múltiplex únicamente se pudo realizar en una 
muestra resultando ésta negativa. 
Por otro lado, de los 29 pacientes positivos por cultivo en agar para Strongyloides 
spp., 10 de ellos fueron positivos por PCR-rt-múltiplex y de los 67 negativos por cultivo 5 
fueron detectados por la técnica molecular. En cuanto a los 7 positivos para uncinarias 
obtenidos por cultivo en agar, 1 fue positivo para Ancylostoma spp., 1 para Necator spp. y  1 
para Strongyloides spp. por la técnica de PCR-rt-múltiplex. 
Se comparó mediante un análisis de chi-cuadrado la presencia o ausencia de 
geohelmintiasis, determinada mediante las técnicas parasitológicas (análisis en fresco y/o 
cultivo en agar), la técnica PCR-rt-múltiplex y una combinación de las 3 técnicas directas 
(PCR-rt-múltiplex y/o técnicas parasitológicas) con las variables clínico-analíticas recogidas 
por los hospitales no observándose diferencias significativas. Además, se calculó la 
probabilidad de odds ratio (POR) de estas variables, así como el intervalo de confianza al 95% 
(95% IC) y el p-valor. Las variables “Síndrome de hiperinfección” y “Manifestaciones 
respiratorias” no se pudieron incluir en el análisis debido al bajo número de datos disponible 
(Tablas 21 a 23). 
Variable (nº de 
observaciones perdidas) 
Categoría Casosa No casosb POR 95% IC  P-valor 
Manifestaciones 
gastrointestinales (7) 




 No 40 58 Ref.  
 




  No 47 62 Ref.     





≤12  9 12 Ref. 
  




  ≤500  10 12 Ref.     




  ≤7% 5 11 Ref.     




  ≤500 5 12 Ref.     
Tabla 21. Cálculo de la odds ratio de las variables clínico-analíticas. 
a
Casos: positivo para al 
menos un geohelminto por técnicas parasitológicas y 
b









POR 95% IC  P-valor 
Manifestaciones 
gastrointestinales (27) 












  No 30 60 Ref.     





≤12  8 8 Ref. 
  




  ≤500  6 15 Ref.     




  ≤7% 29 52 Ref.     
Eosinofilia (eosinófilos/µl) 
(27) 




  ≤500 3 8 Ref.     
Tabla 22. Cálculo de la odds ratio de las variables clínico-analíticas. 
a
Casos: positivo para al 
menos un geohelminto por PCR-rt-múltiplex y 
b
No casos: negativo por PCR-rt-múltiplex. 
 
 
Variable (nº de observaciones 
perdidas) 









 No 51 49 Ref.  
 




  No 57 56 Ref.     





≤12  11 10 Ref. 
  




  ≤500  11 13 Ref.     




  ≤7% 6 10 Ref.     




  ≤500 10 6 Ref.     
Tabla 23. Cálculo de la odds ratio de las variables clínico-analíticas. 
a
Casos: positivo para al 
menos un geohelminto por técnicas directas y 
b




Los 52 pacientes que resultaron positivos por técnicas parasitológicas a algún 
geohelminto (análisis en fresco y/o cultivo en agar) fueron sometidos a tratamiento según los 
criterios establecidos por cada hospital. De éstos, en 26 pacientes se pudo realizar el 
seguimiento post-tratamiento a los 3 meses, aplicándose las técnicas parasitológicas de 
análisis en fresco y cultivo en agar y la técnica molecular de PCR-rt-múltiplex. Es importante 
reseñar que tras la administración del tratamiento de acuerdo a los protocolos establecidos 
en cada uno de los hospitales participantes, todos los pacientes resultaron negativos por las 
técnicas parasitológicas. Sin embargo, tras la aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex 2 
pacientes fueron positivos, uno de ellos positivo a Strongyloides spp. cuya muestra 
pretratamiento había sido positiva en el análisis en fresco, cultivo en agar y PCR-rt-múltiplex, 
y otro paciente positivo a una multiinfección por Strongyloides spp. y Necator spp., que 
únicamente había sido positivo por análisis en fresco tanto a Strongyloides spp. como a 
uncinarias. En 22 pacientes se consiguió realizar un segundo seguimiento a los 6 meses y se 
observó que todos ellos fueron negativos tanto por técnicas parasitológicas como 
moleculares.  
 
4.2.5 Aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex en muestras de heces de población escolar en 
zona endémica: Angola. 
La aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex se llevó a cabo en las muestras de heces 
descritas en el apartado 3.1.2.2. de Material y Métodos. Se analizaron un total de 100 
muestras de heces de población infantil en edad escolar, entre 5 y 14 años, recogidas en las 4 
comunas del municipio de Cubal: Yambala (n=25), Cubal (n=25), Capupa (n=25) y Tumbulo 
(n=25), en la provincia de Benguela cuyas características geográficas se describen en el 
apartado 3.2.2. de Material y Métodos. Participaron 48 niños y 52 niñas con una media de 
edad de 9,48 años y una mediana de 9,50. La información demográfica de la que dispusimos 










































De las 100 muestras analizadas, 17 de ellas fueron positivas por PCR-rt-múltiplex para 
algún geohelminto: 5 fueron positivas para Necator spp., 1 para Ascaris spp. y 11 para 
Strongyloides spp., sin detectarse infecciones múltiples. Los resultados en términos de 




Porcentaje de positivos  
Variable  N Strongyloides spp. Necator spp. Ascaris spp. STHs 
Global 
 
100 11,00 5,00 1,00 17,00 
Género 
Masculino 48 10,42 4,17 2,08 16,67 
Femenino 52 11,54 5,78 0,00 17,31 
Grupo de 
edad 
5‒9 50 6,00 6,00 2,00 14,00 
9‒14 50 16,00 4,00 0,00 20,00 
Comuna 
Tumbulo 25 12,00 4,00 0,00 16,00 
Cubal 25 0,00 0,00 4,00 4,00 
Capupa 25 20,00 0,00 0,00 20,00 
Yambala 25 12,00 16,00 0,00 28,00 
 
Tabla 24. Porcentaje de positivos por PCR-rt-múltiplex para cada geohelminto según género, edad y 
comuna. 
 
Por comuna de estudio se detectaron en Tumbulo 3 positivos para Strongyloides 
spp., en Cubal 1 para Ascaris spp., en Capupa 5 para Strongyloides spp. y en Yambala 3 
positivos para Strongyloides spp. y  5 positivos para Necator spp.  
Al comparar los resultados moleculares con los obtenidos por métodos 
parasitológicos se observó que por las técnicas parasitológicas empleadas ninguna de las 
muestras fue positiva para Trichuris spp. no encontrándose positivos tampoco por la técnica 
de PCR-rt-múltplex y que la única muestra positiva obtenida para Ascaris spp. por técnicas 
parasitológicas convencionales fue la positiva detectada por PCR-rt-múltiplex. 
Parasitológicamente, por observación microscópica directa, se encontraron 17 muestras 
positivas para uncinarias, de las cuales 5 fueron positivas para Necator spp. mediante PCR-rt-
múltiplex. Por último, por la técnica de Baermann se encontraron 4 muestras positivas a 
Strongyloides spp. 3 de las cuales además fueron positivas por visualización microscópica 
directa y todas ellas por PCR-rt-múltiplex. Además, se detectaron 7 muestras positivas 




En la Tabla 25 aparecen recogidos los valores de la probabilidad del riesgo relativo 
(PRR) para las diferentes variables estudiadas (género, grupo de edad, número de personas 
en casa, lugar de baño, contacto con animales domésticos, camina descalzo y consumo de 
vegetales crudos), no encontrándose diferencias significativas para ninguna de ellas. Sin 
embargo, cabe destacar la mayor presencia de geohelmintiasis en individuos mayores de 9 
años y en los que caminan descalzos. 
 





PRR 95% IC  p-valor 




 Masculino 8 40 Ref.  
 




  ≤ 9 años 7 43 Ref.     
Número de personas en casa 
(2) 




 ≤ 6 individuos 10 39 Ref.  
 




  Otros 4 21 Ref.     
Contacto con animales 
domésticos (2) 
Sí 17 69 ND* ND* ND* 
 No 0 12 Ref.  
 
Camina descalzo 




  No 3 31 Ref.     
Consumo de vegetales crudos Sí 17 71 ND* ND* ND* 
  No 0 12 Ref.     
Tabla 25. Valores de riesgo relativo asociados a las variables de estudio. 
a
: positiva PCR-rt-múltiplex 
para al menos un geohelminto de estudio y 
b
: negativa PCR-rt-múltiplex. PRR: Probabilidad de Riesgo 
Relativo. *ND: no disponible debido al bajo número en alguna de las variables.  
 
Con respecto a las manifestaciones clínicas, no se observaron diferencias 
significativas para ninguna de las variables mediante el cálculo de la probabilidad de odds 
ratio (POR), aunque existe una mayor presencia de geohelmintiasis en aquellos individuos 












POR 95% IC  p-valor 
Tos (1) Sí 8 47 1,50 0,52-4,45 0,44 
 No 9 35 Ref.  
 
Dolor abdominal Sí 6 41 0,57 0,18-1,67 0,29 
  No 11 42 Ref.     
Vómitos/náuseas Sí 2 11 0,92 0,12-4,00 0,87 
 No 15 72 Ref.  
 
Lesiones cutáneas Sí 1 8 0,66 0,02-4,07 0,62 
  No 16 75 Ref.     
Prurito Sí 6 24 1,35 0,41-4,03 0,60 
  No 11 59 Ref.     
Tabla 26. Cálculo de la odds ratio de las variables clínico-analíticas. 
a
positivo por PCR-rt-múltiplex para 
al menos un geohelminto de estudio y 
b
negativo por PCR-rt-múltiplex. POR: Probabilidad de Odds 
Ratio. 
4.2.6. Aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex en muestras de heces de población general en 
zona endémica: Mozambique. 
La aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex se llevó a cabo en las muestras de heces 
descritas en el apartado 3.1.2.2. de Material y Métodos. Se han analizado un total de 300 
muestras de población general en Mozambique: 200 procedentes de la provincia de Maputo 
y 100 muestras de la provincia de Zambezia (área de estudio descrita en el apartado 3.2.4. de 
Material y Métodos). 
Respecto a las 200 muestras procedentes de la provincia de Maputo del total de 
muestras analizadas 93 fueron positivas por PCR-rt-múltiplex para alguno de los 
geohelmintos. De las cuales, un 10,55% fue positiva para Ascaris spp., un 11,56% para 
Strongyloides spp., 38,19% para Necator spp. y un 5,53% para Trichuris spp., no 
encontrándose ningún positivo a Ancylostoma spp. Se hallaron además multiparasitaciones: 
en 9 pacientes se detectó Necator spp. y Strongyloides spp., en 3 pacientes Necator spp. y 
Ascaris spp. y en 1 paciente Necator spp. y Trichuris spp. En todas las muestras se realizaron 
técnicas parasitológicas consistentes en dos Kato-Katz y un Telleman, según aparece descrito 
en el apartado 3.3.1. de Material y Métodos, mediante las cuales se obtuvo un menor 
número de muestras positivas en comparación con la técnica de PCR-rt-múltiplex. Las 
proporciones de positivos y negativos obtenidos se reflejan en la Tabla 27. 
Se construyeron las tablas de frecuencias 2 x 2 y se compararon mediante el índice 




molecular de PCR-rt-múltiplex. Se obtuvó una concordancia insignificante o discreta en la 
mayoría de las comparaciones y una concordancia moderada para uncinarias y Ascaris spp. al 
realizar la comparación de PCR-rt-múltiplex y la técnica Telleman (Tabla 27). 
 
 
          
Resultados parasitológicos y moleculares para Ascaris spp. 
 
 
Kato-Katz 1 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Kato-Katz 2 IKappa (95% IC) 
Concordancia 




- + - + - + 
PCR-rt-
múltiplex 
- 172 2 0,33 (0,10 a 0,57)  172 2 0,33 (0,10 a 0,57)  174 3 0,51 (0,29 a 0,72)   
+ 15 5 Discreta  15 5 Discreta  12 9 Moderada  
 
          
Resultados parasitológicos y moleculares para Strongyloides spp. 
 
 
Kato-Katz 1 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Kato-Katz 2 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Telleman IKappa (95% IC) 
Concordancia 
 
 - + - + - + 
PCR-rt-
múltiplex 
- 171 0 0 171 0 0,00 175 0 0,14 (-0,035 a 0,32) 
+ 23 0 Sin acuerdo  23 0 Sin acuerdo   21 2 Insignificante  
 
          
Resultados parasitológicos y moleculares para uncinarias 
 
 
Kato-Katz 1 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Kato-Katz 2 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Telleman IKappa (95% IC) 
Concordancia 
 
 - + - + - + 
PCR-rt-
múltiplex 
- 123 13 0,32 (0,18 a 0,46) 125 11 0,29 (0,14 a 0,43) 122 18 0,43 (0,29 a 0,57)  
+ 36 22  Discreta 39 19 Discreta  27 31 Moderada  
 
          
Resultados parasitológicos y moleculares para Trichuris spp. 
 
 
Kato-Katz 1 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Kato-Katz 2 IKappa (95% IC) 
Concordancia 
Telleman IKappa (95% IC) 
Concordancia 
 
 - + - + - + 
PCR-rt-
múltiplex 
- 177 6 0,07 (-0,13 a 0,27) 180 3 0,22 (-0,061 a 0,51) 182 5  0,19 (-0,075 a 0,45) 
+ 10 1 Insignificante  9 2 Discreta  9 2 Insignificante  
 
Tabla 27. Tablas de frecuencia 2x2 para los resultados obtenidos por técnicas parasitológicas y 




Con respecto a las 100 muestras procedentes de 100 individuos de la provincia de 
Zambezia, 8 de ellos fueron positivos para geohelmintos por PCR-rt-múltiplex, estando 7 de 
ellos monoparasitados y uno biparasitado. En cuanto a los que presentaron infección única, 1 
individuo procedente de Mocuba lo fue para Ancylostoma spp., 1 de Lugela para 
Strongyloides spp. y 2 individuos, uno procedente de Gurúe y otro de Alto Molócue, fueron 
positivos para Trichuris spp. Por último, el distrito más afectado fue Quelimane que presentó 
un individuo positivo a Strongyloides spp., otro a Ascaris spp. y un tercero a Necator spp. Por 
último el individuo biparasitado por Ascaris spp. y Necator spp. también procedía de éste 
último distrito. En los distritos de Namacurra, Mopeia, Morrumbala, Ile y Nicoadala no se 







































Las geohelmintiasis son un grave problema de salud pública encabezando la lista 
elaborada por la OMS de las NTDs en cuanto a número de personas afectadas, tanto en edad 
infantil como adulta (Pullan et al., 2014; De Vlas et al., 2016; Weatherhead et al., 2017). Sin 
embargo, este hecho no se refleja en el establecimiento de las medidas necesarias para su 
correcta detección y control. Las técnicas de diagnóstico para este conjunto de 
enfermedades se siguen apoyando en las técnicas parasitológicas convencionales (Barda et 
al., 2013; Knopp et al., 2014) y en algunos casos son las únicas disponibles. Este hecho  
repercute además en los programas de control dirigidos hacia estas parasitosis y no sólo en el 
caso de la estrongiloidiasis, donde los datos de prevalencia real son desconocidos y se carece 
de un programa de control específico o en conjunto con el resto de geohelmintiasis, sino que 
también hace que sea imprescindible la búsqueda de nuevas técnicas diagnósticas  para una 
mejor evaluación de los programas de control ya establecidos. Debido a las similitudes 
existentes entre estos geohelmintos, la estrategia para el control de las enfermedades que 
producen debe hacerse de una forma integrada, tal como propone la OMS dentro del 
programa Horizonte 2020 (H2020). Sin embargo, la falta de sensibilidad y especificidad de las 
técnicas diagnósticas disponibles dificulta la consecución de los objetivos establecidos. El 
diagnóstico serológico para ascariasis, trichuriasis y uncinariasis no parece tener una especial 
relevancia, como han venido aportando otros autores (Corripio et al., 2010; Yoshida et al., 
2016; Leroux et al., 2018) debido a la existencia de un gran número de reacciones cruzadas 
que dificultan la interpretación de los resultados (Norsyahida et al., 2013). Sin embargo, en el 
caso de la estrongiloidiasis el desarrollo de las técnicas serológicas ha sido un pilar 
fundamental para el diagnóstico de esta parasitosis. 
5.1. Diagnóstico serológico de la estrongiloidiasis 
A diferencia de lo que ocurre en el resto de geohelmintiasis, para el diagnóstico 
serológico de la estrongiloidiasis se dispone de numerosos ensayos, principalmente en 
formato ELISA, muchos de ellos distribuidos además de forma comercial. A pesar de esto, el 
diagnóstico de esta enfermedad sigue siendo un problema debido a la baja especificidad y/o 
sensibilidad de las técnicas empleadas habitualmente y conlleva una ausencia de datos reales 
sobre el número de casos de estrongiloidiasis. A esto se une que no existe una técnica 
considerada como gold standard o de referencia (Krolewiecki et al., 2013). Generalmente, las 
técnicas de diagnóstico parasitológico convencionales son poco sensibles y las que se utilizan 
de forma específica, como el Harada Mori, la técnica de Baermann o el cultivo en agar, son 
laboriosas y requieren de personal especializado. El diagnóstico molecular, aunque es más 




específico y sensible, no siempre es de utilidad en esta enfermedad puesto que existe un 
gran número de pacientes en estado crónico, en cuyas muestras de heces es frecuente que la 
cantidad de ADN del parásito sea prácticamente indetectable.  
 Por este motivo, y tratando de aumentar la especificidad del diagnóstico serológico 
actual, en nuestro estudio hemos estandarizado un método ELISA que permite la 
determinación de las subclases de isotipos IgG1 e IgG4 y hemos puesto a punto un método 
de Western Blot frente a Strongyloides spp.  
 Es importante destacar que el análisis de muestras séricas puede verse rechazado 
por su naturaleza invasiva y que además numerosos autores han cuestionado la eficacia de 
las técnicas serológicas principalmente en dos grupos poblacionales: por un lado, en 
inmigrantes, debido a las características de esta población más expuesta a éstas y otras 
infecciones afines a lo largo de su vida, y por otro, en población inmunodeprimida, grupo 
considerado de alto riesgo por las características del parásito (Schaffel, 2001). Por este 
motivo, se ha analizado la eficiencia de nuestras técnicas en muestras de pacientes tanto 
inmigrantes como viajeros, con sospecha de padecer estrongiloidiasis, así como en muestras 
de individuos procedentes de zona endémica (Etiopía). Además, se ha comparado la 
aplicabilidad de estas técnicas en pacientes inmunocompetentes e inmunodeprimidos.  
En relación con los ensayos llevados a cabo en formato ELISA, la primera limitación a 
superar fue la obtención de antígeno de larvas L3 de S. stercoralis y su producción a gran 
escala debido a que el modelo animal disponible para esta especie es el canino y la 
manipulación de este tipo de larvas puede suponer un riesgo de infección para el personal 
implicado. Este hecho se solventó mediante la utilización de un antígeno heterólogo de S. 
venezuelensis, con un alto grado de homología con S. stercoralis (VAN Doorn et al., 2007). La 
disponibilidad de este antígeno nos ha permitido desarrollar el protocolo de la técnica ELISA 
“in house” para la detección de IgG1 e IgG4. La titulación de los reactivos a través del formato 
de tablero de ajedrez, aunque no es el único, es un método eficaz que permite la 
combinación de todas las condiciones posibles enfrentando en cada ensayo dos de los 
componentes a titular y es el método más ampliamente utilizado. En todos los casos se 
utilizó el Ratio de Union (RU) como criterio para determinar las condiciones a utilizar en el 
protocolo ya que nos permite despreciar las uniones no específicas, siendo el valor de RU 
obtenido comparable entre todos los pocillos. La concentración de antígeno (5 ng/μl) así 
como las diluciones del suero (1/50) y conjugado (1/4000) seleccionadas para el ensayo de 
IgG1 y el de IgG4 fueron similares a las utilizadas por otros autores (Sultana et al., 2012; 




En cuanto a las condiciones de trabajo recogidas en la bibliografía, éstas son variadas. En 
el estudio de Sultana et al. de 2012 las placas fueron sensibilizadas con 10 ng/μl de un 
extracto de larvas L3 de S. ratti y se añadió el suero diluido 1/100 para la determinación de 
IgG1 y 1/5 para IgG4, mientras que el anticuerpo conjugado se utilizó a una dilución 1/200 
para IgG1 y a 1/20 para IgG4. Por otro lado, en el estudio de Norsyahida et al. del año 2013, 
limitado a la detección de IgG4, la sensibilización de las placas fue en este caso con 10 ng/μl 
de larvas L3 de S. stercoralis, diluyendo los sueros a la dilución 1/100 y el conjugado de 
anticuerpo secundario a la dilución 1/4500. En ambos estudios, la concentración de antígeno 
utilizada fue del doble que la empleada en nuestro estudio y las diferencias existentes entre 
las condiciones establecidas para cada uno puede deberse a la distinta naturaleza del 
antígeno, así como de los anticuerpos secundarios conjugados empleados. 
Por otro lado, en los dos estudios previamente mencionados, el valor de cut off se estimó 
mediante la ecuación de Dixon y Massey (1983): media de los negativos más 2 desviaciones 
estándar, en el estudio llevado a cabo por Sultana et al. (2012) y la media de los negativos 
más x desviaciones estándar en el trabajo de Norsyahida et al. (2013), correspondiendo x a 
los valores críticos para la distribución de t de Student para contraste de hipótesis según los 
grados de libertad y el valor de significancia considerado por los autores. Este tipo de 
aproximación no es del todo correcta puesto que las absorbancias de las muestras séricas 
negativas, utilizadas para el establecimiento de los puntos de corte, generalmente no siguen 
una distribución normal pudiendo generar una gran cantidad de falsos positivos. Para evitar 
este sesgo en el presente trabajo se han utilizado las curvas ROC, en cuya elaboración se 
incluyen tanto muestras de suero negativas como positivas. Las curvas ROC constituyen una 
herramienta fundamental en el proceso de evaluación y uso de las pruebas diagnósticas. Son 
una representación fácilmente comprensible de la capacidad de discriminación de la prueba 
en todo el rango de puntos de corte, además de ser simples, gráficas y fáciles de interpretar, 
y son por tanto un gráfico en el que se observan todos los pares sensibilidad/1-especificidad 
resultantes de la variación discreta de forma sucesiva de los puntos de corte en todo el rango 
de resultados obtenidos. El área bajo la curva nos da una medida global de la exactitud de 
una prueba diagnóstica, y nos permite clasificar correctamente a un individuo seleccionado al 
azar de la población, como sano o enfermo tras aplicarle la prueba diagnóstica (Burgueño et 
al., 1995). El uso de esta metodología nos ha permitido establecer los puntos de corte para la 
determinación de los índices de las subclases 1 y 4 de las inmunoglobulinas G en los ensayos 
de ELISA puestos a punto en este trabajo con gran exactitud. Sin embargo, a pesar de que 
tras el desarrollo de esta técnica conseguimos  categorizar bien a los pacientes en positivos y 




controvertido. El complejo ciclo de vida de Strongyloides spp., con numerosas fases de 
autoinfección hace que el estudio de la respuesta inmune frente a este parásito sea 
especialmente complejo, dificultando además la categorización de los pacientes en agudos y 
crónicos.  
Los ensayos de validación de la técnica de ELISA para la detección de las subclases de 
isotipos IgG1 e IgG4 se llevaron a cabo en población inmigrante y viajera, donde la mayoría 
de los pacientes fueron inmigrantes reclutados en los hospitales del SNS español 
participantes en nuestro estudio. Destacó el elevado número de pacientes procedentes del 
continente americano y concretamente la alta presencia de bolivianos. A pesar de que las 
nacionalidades más frecuentes presentes en nuestro país son la rumana y la marroquí (RCE, 
2019), esta mayor presencia de inmigrantes bolivianos en nuestro estudio puede deberse a 
que éstos acuden con una mayor frecuencia a los centros de salud como consecuencia de los 
programas de vigilancia establecidos dirigidos a la enfermedad de Chagas (Salvador et al., 
2019). En este sentido, es de destacar la reciente asociación descrita entre la detección en 
sangre periférica de Trypanosoma cruzi, parásito causante de la enfermedad de Chagas, y 
pacientes con estrongiloidiasis (Puerta-Alcalde et al., 2018; Salvador et al., 2017). Por otro 
lado, la mayor representación de los inmigrantes africanos la encontramos en Guinea 
Ecuatorial (27,27%), consecuencia de que al haber sido colonia española las relaciones entre 
ambos países son más frecuentes que con otros del mismo continente (Salvador et al., 2019). 
En referencia a los antecedentes clínico-analíticos evaluados en los individuos en estudio 
destacó la alta presencia de eosinofilia, hallada en un 57,69% (105/182) de los pacientes 
reclutados, seguido también de una IgE elevada en un 37,24% (54/154). Estos resultados 
están en concordancia con los descritos por otros autores (Salvador et al., 2014; Ramirez-
Olivencia et al., 2014), aunque en un estudio recientemente publicado de revisión de los 
casos de estrongiloidiasis reportados en España, los autores encontraron una mayor 
asociación con la eosinofilia ya que subrayan que 41 de los 50 pacientes de estrongiloidiasis 
(82%) que proporcionaron sangre presentaron eosinofilia (Barroso et al., 2019). De las 
manifestaciones clínicas presentadas destacó el dolor abdominal difuso en un 22,10% de los 
casos (40/181) y la epigastralgia en un 19,38% (31/160), estando en una menor proporción la 
aparición de larva currens y de urticaria, siendo estas manifestaciones dérmicas las que están 
directamente relacionadas con la entrada reciente del parásito o con ciclos recientes de 
autoinfección (Tamarozzi et al., 2019; Zubrinich et al., 2019). 
Desde el punto de vista laboratorial, a todos estos pacientes se les realizaron dos 




suero, y tres técnicas de detección directa del parásito a partir de las muestras de heces 
recogidas, que consistieron en la visualización microscópica tras tres exámenes en fresco, 
cultivo en agar y PCR-rt-Strongyloides spp. utilizando SybrGreen como intercalante. La 
positividad en cualquiera de estas tres técnicas, ELISA-IgG IVD y/o examen en fresco y/o 
cultivo en agar, se utilizó como criterio de inclusión de los pacientes. Al evaluar la presencia 
de las subclases de isotipos IgG1 e IgG4 por la técnica ELISA desarrollada, se observó que 
existía una mayor presencia de la subclase IgG1 (30/171) frente la subclase 4 (16/171). Al 
comparar los valores de los índices obtenidos por el método ELISA-IgG IVD y por la 
determinación de las subclases mediante la correlación de Pearson, el coeficiente obtenido 
demostró que la mayor correlación existente fue la que presentaron los resultados de ELISA-
IgG IVD y de ELISA-IgG1. Sin embargo, la correlación entre los índices de ELISA-IgG IVD y 
ELISA-IgG4 mostró una correlación baja (0,32), aunque superior a la obtenida por Norsyahida 
et al. en su estudio publicado en el año 2013, en la que se determinó ésta en 0,0042. La baja 
correlación existente entre las subclases de isotipos IgG1 e IgG4 de 0,42 fue similar a las 
correlaciones de 0,54 y de 0,20 obtenidas en los dos únicos estudios publicados (Rodrigues et 
al., 2007; Sultana et al., 2012). Esto sugiere que, en la dinámica de la respuesta inmune 
frente a esta parasitosis, la coexistencia de ambas subclases no es continua ni se mantiene 
durante un tiempo prolongado.  
Las distribuciones de los resultados de las técnicas empleadas en el estudio 
corroboraron la existencia de diferencias altamente significativas entre los valores de índices 
obtenidos por el kit de ELISA-IgG IVD en el total de pacientes y en pacientes tanto positivos 
como negativos por la técnica de detección de subclases de isotipos de inmunoglobulinas G1 
y G4. De hecho se obtuvieron diferencias altamente significativas entre los valores de ELISA-
IgG IVD del total de pacientes y los que presentaron índices positivos para ELISA-IgG1 y 
diferencias muy significativas entre los valores de ELISA-IgG IVD del total de pacientes y los 
que presentaron índices negativos para ELISA-IgG1. Las diferencias fueron altamente 
significativas entre los valores de ELISA-IgG IVD del total de pacientes y los que presentaron 
índices positivos para ELISA-IgG4 y diferencias muy significativas entre los valores de ELISA-
IgG IVD del total de pacientes y los que presentaron índices negativos para ELISA-IgG4. 
Además, se pudo observar que en aquellos individuos que fueron positivos por la técnica de 
detección de subclases, tanto IgG1 como IgG4, los valores de índice por el kit comercial 
fueron significativamente más elevados. Por otro lado, no encontramos diferencias 
significativas entre los resultados de los índices obtenidos por las técnicas ELISA-IgG IVD, 




cuestionando así la utilidad de la técnica molecular en la discriminación de los pacientes que 
en su mayoría, al ser inmigrantes, son considerados crónicos y pueden o no estar expulsando 
larvas en sus heces. En estos resultados también se observó que los pacientes positivos por la 
técnica molecular presentaron los valores de índices más elevados, hecho especialmente 
destacado en el caso de la detección de la subclase de inmunoglobulinas G1. Previamente, 
otros autores han cuestionado la utilidad de las técnicas directas, principalmente 
parasitológicas, en la detección de casos de individuos crónicos fuera de zona endémica, 
debido principalmente a que la expulsión de larvas es de forma intermitente, tal y como 
aparece reflejado en el artículo de Buonfrate et al. (2015). En este trabajo,  se recoge la 
mejor aproximación diagnóstica en diferentes situaciones, con estudios de prevalencia en 
zona endémica, diagnóstico de casos individuales, cribado y evaluación de cura, y se sugiere 
que el tipo de técnicas apropiadas para el diagnóstico individual de casos crónicos son las 
serológicas por su alta sensibilidad. Sin embargo, en casos de hiperinfección, debido a la 
inmunosupresión, la cantidad de larvas expulsadas es mayor consiguiéndose una mejora de 
la sensibilidad de las técnicas directas (Buonfrate et al., 2015). 
Por otro lado, tras evaluar de forma cualitativa mediante tablas de frecuencia 2 x 2 y 
el cálculo del índice Kappa, los resultados obtenidos mostraron una mayor concordancia 
entre los resultados de la subclase IgG4 y PCR-rt-Strongyloides spp. El conjunto de estos 
resultados sugiere que hay una mayor asociación de la subclase IgG1 con los resultados 
obtenidos por el ELISA-IgG IVD, mientras que la determinación de la subclase IgG4 podría 
estar más relacionada con la detección del parásito en heces mediante técnicas moleculares. 
Este resultado concuerda con lo encontrado por otros autores (Atkins et al., 1997; Rodrigues 
et al., 2007) que asocian a la subclase 4 de inmunoglobulinas G con infecciones activas o más 
recientes y con una mayor presencia del parásito en heces. Dado que en nuestro estudio, los 
pacientes podrían ser considerados crónicos puesto que la gran mayoría (91,76 %) son 
inmigrantes residentes en España, en teoría sin contacto reciente con zona endémica, la 
presencia de IgG4 podría sugerir que en estos pacientes se están produciendo nuevos ciclos 
de auto-infección en el interior del hospedador. En nuestro país, aunque la zona de Levante 
fue considerada endémica (Cremades Romero et al., 1997; Sanchez et al., 2001; Martinez-
Perez y Lopez-Velez, 2015), en la actualidad no está demostrada la existencia de transmisión 
activa de la enfermedad (Barroso et al., 2019), siendo lo más probable por tanto que estos 
pacientes sean crónicos o con una infección no reciente. Aún así, esta supuesta cronicidad 
podría considerarse relativa ya que no podemos asegurar sí han realizado un viaje reciente a 




autoinfección en la estrongiloidiasis. No obstante, tal y como hemos observado, en nuestras 
muestras de pacientes inmigrantes la mayor presencia de IgG1 frente a IgG4 nos llevaría a 
pensar que la subclase 1 perdura más a lo largo del tiempo de infección. Esta mayor 
permanencia durante la infección de la respuesta por IgG1 ha sido descrita previamente por 
Sultana et al. (2012), pero este punto genera controversia ya que otros autores han asociado 
la presencia de la subclase 4 de inmunoglobulinas G a infecciones crónicas (Norsyahida et al., 
2019). Nuestros resultados sugieren que ambas subclases de inmunoglobulinas (G1 y G4) 
están presentes en individuos crónicos, pero que la presencia de la subclase 4 está 
relacionada con ciclos de autoinfección, donde la expulsión de larvas y por tanto su detección 
por técnicas directas es mayor. 
La principal motivación para el desarrollo de un ensayo ELISA, que permitiera la 
detección de diferentes subclases de isotipos de inmunoglobulinas frente a Strongyloides 
spp., fue la mejora de la especificidad frente a las técnicas comerciales descritas puesto que 
una de las principales desventajas de las técnicas serológicas disponibles para la detección de 
helmintos es la elevada aparición de reacciones cruzadas. En este sentido, se categorizaron 
los valores de los índices obtenidos por el kit IgG ELISA IVD en las muestras séricas en cuatro 
grupos (índices entre 1 y 2; entre 2 y 3; entre 3 y 4; y  mayores de 4) y se observó que el 
mayor número de positivos por el ELISA de subclases de isotipos se encontró en el grupo que 
tenía un valor de índice por el kit comercial mayor de 4. Los resultados obtenidos pusieron de 
manifiesto que el mayor número de valores discordantes se encontraron en aquellos sueros 
que presentaron índices bajos, especialmente los pertenecientes al grupo con valores de 
índice entre 1 y 2.  En este caso, no podemos plantear el aumentar el valor de cut off 
establecido para las técnicas comerciales puesto que también encontramos pacientes 
positivos por subclases de isotipos y confirmados por técnicas directas (parasitológicas y/o 
moleculares) que presentaron un índice entre 1 y 2 por el ELISA-IgG IVD. Este hecho es 
especialmente característico de esta infección y se debe a que tal y como hemos visto, no 
todos los pacientes con un valor de índice similar se comportan de la misma manera o 
pertenecen al mismo estatus, ya que los anticuerpos detectados podrían deberse a 
anticuerpos residuales, reacciones cruzadas, infecciones tempranas o a autoinfecciones. Por 
tanto, en estos pacientes se debería considerar solicitar nuevas muestras de suero en un 
período de tiempo posterior para observar su evolución y conseguir una mejor interpretación 
de los resultados. Los resultados obtenidos por los métodos directos de PCR-rt-Strongyloides 
spp. y técnicas parasitológicas en la misma población previamente estudiada por técnicas 




embargo, en este estudio la concordancia insignificante obtenida tras la comparación de las 
diferentes técnicas, y la no existencia de una técnica gold standard, hace necesaria para la 
comparación la utilización de una combinación de técnicas dependiendo del origen del 
paciente y del estatus en el que se encuentre, y no nos ha permitido establecer un criterio 
claro de técnicas a utilizar. Evidentemente hay que destacar el papel que las técnicas 
serológicas han desempeñado en el diagnóstico de nuestra población inmigrante en estudio, 
por lo que sería recomendable que en el diagnóstico de estrongiloidiasis en este tipo de 
pacientes se primara la sensibilidad frentea la especificidad aplicando técnicas serológicas 
frente a técnicas de detección directa. Más aún, la alta presencia del parásito detectado en 
las muestras analizadas y la carencia en la actualidad de un programa de cribado real y 
consensuado de la estrongiloidiasis pone de manifiesto la necesidad de implementar un 
programa de control de esta parasitosis, sin olvidar además la existencia de las condiciones 
adecuadas para su transmisión en la zona de Levante. En esta zona del este de nuestro país 
nos encontramos con que el 20,6% de la población inmigrante del total de España reside en 
las provincias costeras de Cataluña, el 13,3% en la Comunidad Autónoma de Valencia, el 4,1% 
en la Región de Murcia y el 3,2% en la provincia de Almería (RCE, 2019), lo que podría facilitar 
la aparición de brotes y la posible notificación de transmisión activa en nuestro país.  
En otro sentido es interesante destacar que de los 15 pacientes viajeros incluidos en 
el estudio todos ellos fueron positivos serológicamente por el test comercial ELISA-IgG IVD 
con índices entre 1,14 y 7,28 y únicamente uno de ellos lo fue por la técnica ELISA-IgG4, sin 
detectarse la presencia de anticuerpos anti-IgG1. Sin embargo, al realizar las técnicas directas 
todos fueron negativos para el análisis en fresco, pero un 40% (6/15) fue positivo por PCR-rt-
Strongyloides spp. A pesar de que el número de viajeros ha sido bajo, el elevado porcentaje 
de positivos obtenidos apoya la necesidad de realizar, tal y como apuntan otros autores, un 
cribado sistemático a aquellos que regresan de países de alta endemicidad (Angheben et al., 
2011) y de sospechar de la presencia de esta parasitosis en pacientes con eosinofilia o 
sintomatología compatible que provienen de zona endémica (Gonzalez et al., 2010; Ramirez-
Olivencia et al., 2014). 
En el contexto actual, cabría preguntarse si estas técnicas serológicas son útiles en 
individuos inmunodeprimidos, ya que su utilidad en este perfil de pacientes está siendo cada 
vez más cuestionada. Los resultados obtenidos nos demuestran que los pacientes 
inmunodeprimidos incluidos en nuestro estudio, cuando se comparan con los pacientes 
inmunocompetentes analizados, muestran diferencias muy significativas en los valores de los 
índices obtenidos por el ELISA-IgG IVD y por el ELISA-IgG1 pero no para la subclase 4. La 




debería de ser analizada de forma más específica ya que, debido a la gran mortalidad que la 
presencia del parásito puede producir en estos pacientes, un resultado negativo obtenido 
por técnicas serológicas requeriría confirmación con técnicas moleculares de detección 
directa, más sensibles que las parasitológicas. Las infecciónes por VIH  o por HTLV-1, en un 
16,48% y en un 1,10% de los pacientes respectivamente, han sido identificadas como 
importantes factores de riesgo en la estrongiloidiasis (Ahmadpour  et al., 2019). La aplicación 
del método ELISA-IgG IVD en este grupo de inmunodeprimidos reveló anticuerpos anti-IgG 
totales en el 90% de los pacientes con el virus VIH y en el 100% de los que padecían HTLV-1, 
mientras que la determinación de las subclases 1 y/o 4 fue positiva para el 32,14% de los 
pacientes con VIH. Asimismo, uno de los pacientes con HTLV-1 presentó anticuerpos frente a 
la subclase 4 y el otro, que también había sufrido una neoplasia, tan solo a la subclase 1. 
Además, dichos resultados presentaron una gran concordancia con los obtenidos 
molecularmente donde el 38,46% de los pacientes inmunoprimidos por el virus VIH fueron 
positivos por PCR-rt-Strongyloides spp., y en cuanto a los pacientes con HTLV-1, aquel que 
presentó anticuerpos frente a la subclase 4 rindió un resultado positivo por PCR-rt-
Strongyloides spp. y técnicas parasitológicas, y no así en el otro paciente positivo tan sólo a la 
subclase 1, que fue negativo a todas las técnicas directas. 
Entre los pacientes inmunodeprimidos por otras causas, como fueron padecer una 
enfermedad autoinmune, sufrir neoplasia, estar sometido a un protocolo de transplante o a 
un tratamiento crónico con corticoides, un 83,33% de ellos (15/18) fueron positivos por la 
técnica ELISA-IgG IVD y se obtuvó un mayor número de positivos por la técnica de ELISA-
IgG1/IgG4 que por la técnica molecular de PCR-rt-Strongyloides spp. Es de destacar que en 
aquellos pacientes que habían sufrido una enfermedad autoinmune la aplicación de los 
protocolos serológicos y moleculares no se apreciaron diferencias en la proporción de 
positivos (60,00% y 55,55% respectivamente). Por ello, podemos afirmar que en los pacientes 
positivos a los virus VIH y HTLV-1, y en el resto de inmunodeprimidos por otras causas, el 
diagnóstico serológico mediante las técnicas de ELISA-IgG IVD y de determinación de 
subclases de isotipos en combinación con la técnica molecular de PCR-rt-Strongyloides spp. 
nos ha permitido realizar un diagnóstico más correcto, seguro y fiable de la estrongiloidiasis. 
Sin embargo, para obtener una mejor significancia de los resultados sería necesario evaluar 
un mayor número de pacientes inmunodeprimidos, especialmente individuos con serología 
positiva al virus HTLV-1. 
Con respecto a la utilidad del análisis de las subclases de isotipos para el seguimiento 
de la eficacia del tratamiento, se evaluó la presencia de las mismas en la población 




correspondientes hospitales donde fueron atendidos. De nuevo la subclase 
mayoritariamente detectada en los pacientes tratados tras el análisis a los 6 meses post-
tratamiento fue la 1, lo que confirmaría nuestra sospecha de que no solo es la subclase que 
mayor tiempo perdura en la infección, sino que al menos permanece elevada durante el 
periodo de seguimiento de los pacientes. En referencia a la subclase 4, en nuestros 
resultados obtuvimos diferencias altamente significativas entre los valores de los índices para 
este tipo de inmunoglobulina antes y después del tratamiento, por lo que la determinación 
de IgG4 podría ser una buena herramienta de evaluación de cura. Ya algunos autores han 
tratado de asociar la presencia de la subclase 4 de las inmunogloblinas con fallo terapéutico 
(Satoh et al., 1999) y por otro lado, otros investigadores también han descrito niveles altos 
de IgG4 en pacientes tratados en zona endémica que estarían expuestos a reinfecciones y 
que además fueron tratados con albendazol, fármaco de baja eficacia en el tratamiento de la 
estrongiloidiasis (Henriquez-Camacho et al., 2016). Estos factores estarían ausentes en 
nuestro trabajo, por la imposibilidad de reinfeccón en nuestro país y por el uso en los 
hospitales participantes de la ivermectina en los protocolos de tratamiento de estos 
pacientes, fármaco actual de elección para el tratamiento de la estrongiloidiasis (Buonfrate et 
al., 2019). 
En los pacientes inmunodeprimidos incluidos en nuestra población inmigrante y 
viajera estudiada también encontramos diferencias altamente significativas en los valores de 
los índices obtenidos por la técnica ELISA-IgG IVD antes y después del tratamiento, haciendo 
también de esta técnica comercial un excelente candidato para el seguimiento de los 
pacientes tratados.  
No obstante intentamos abordar el seguimiento post-tratamiento de una población 
en zona endémica en la región de Amhara, en Etiopía, donde a pesar de que los estudios 
publicados no sitúan a la estrongiloidiasis a la cabeza de las geohelmintiasis, o en su mayoría 
ni la mencionan (Abdi et al., 2017) (Nute et al., 2018) (Leta et al., 2018), en un reciente 
estudio llevado a cabo por Amor et al. (2016) se describió en población infantil una 
prevalencia del 20,7%. Etiopía presenta condiciones de posibilidad de reinfección por 
continuo riesgo de contacto con el parásito, con una población infantil con gran desnutrición 
y por tanto desfavorecida inmunitariamente y observamos que la respuesta a las subclases 
de isotipos IgG1 e IgG4 es discordante con lo encontrado a nivel molecular, con un 50% de 
positivos detectados por la técnica PCR-rt-Strongyloides spp. frente a un 10% por el ensayo 
ELISA-IgG1 e IgG4. Este hecho junto con la ausencia de datos pretratamiento, limitante de 
nuestro trabajo, nos lleva a la necesidad de plantearnos la aplicación de las técnicas 




responder de forma fiable tanto a la dinámica de la respuesta como a la utilidad de las 
técnicas serológicas en población endémica. 
Por otro lado, algunos autores han descrito una competencia entre los niveles séricos 
de las inmunoglobulinas IgG4 e IgE (Arifin et al., 2019). Sin embargo, tras la aplicación de la 
técnica ELISA-IgG4 en los individuos inmigrantes o viajeros analizados, hemos podido 
observar que esta competencia entre IgG4 e IgE pudiera no ser tan marcada ya que 54 de 
145  pacientes (37,24%) presentaron una IgE elevada y de éstos 54, 26 (48,15%) fueron 
positivos para IgG4. Además, su condición de inmigrantes que residen en España y por tanto 
considerados crónicos, nos ha llevado a cuestionar si esta modulación tiene lugar también en 
este tipo de pacientes. También, está descrito que la subclase de inmunoglobulina G que más 
perdura durante la infección es la 1 (Sultana et al., 2012). Sin embargo, nuestros resultados 
apuntan a que habría un punto en el que coexistirían las subclases 1 y 4, ya que de los 26 
pacientes que resultaron positivos a IgG4, 18 también lo fueron a IgG1. La condición de 
pacientes crónicos en los que pueden tener lugar ciclos de autoinfección podría ser una 
explicación a la aparición simultánea de IgE, IgG1 e IgG4. 
Por último, de acuerdo a la dinámica de las inmunoglobulinas obtenidas en los 
pacientes estudiados podríamos diferenciar a los individuos crónicos en dos categorías: 
crónico con un proceso de autoinfección (IgE elevada y resultado positivo a ELISA-IgG1/IgG4); 
y crónico sin autoinfección (menor elevación de IgE y resultado positivo a ELISA-IgG1), 
teniendo en cuenta que también hemos encontrado pacientes con una IgE elevada pero con 
un resultado negativo por las técnicas serológicas específicas. Es importante reseñar que las 
deteminaciones de IgE realizadas no detectan IgE específicas anti-Strongyloides spp., sino IgE 
totales, pudiendo deberse sus niveles elevados a otros motivos como reacciones alérgicas, 
infecciones por otros patógenos, etc. (Jarret et al., 1982; Arifin et al., 2019). Por tanto sería 
interesante y necesario determinar la presencia de IgE específica frente a Strongyloides spp. 
y tratar de correlacionarla con las diferentes subclases (1 y 4) de inmunoglobulinas G y 
además, para poder entender mejor la dinámica de las inmunoglobulinas sería conveniente 
ampliar el estudio a un grupo de población con primoinfección e incluir un examen 
inmunológico más exhaustivo con el estudio de las poblaciones de citoquinas y sus niveles, 
tal y como sugieren otros autores (Anuradha et al., 2015).  
En lo referente a la técnica de Western Blot, ésta ha sido también utilizada en el 
diagnóstico inmunológico de la estrongiloidiasis, presentando unos altos valores de 
especificidad y sensibilidad (Conway et al., 1994; Silva et al., 2003; Corral et al., 2017). No 
obstante, su utilización es menos frecuente y en un ámbito más restringido que la técnica 




material antigénico, lo que la ha relegado a centros de investigación y/o de referencia. 
Además, para una mejor interpretación de los resultados obtenidos mediante esta tecnología 
se hace imprescindible y necesario la optimización y homogeneización de los protocolos 
utilizados y el establecimiento de un protocolo consenso que unifique los actualmente 
existentes (Andreetta et al., 2019). La gran variabilidad de los patrones de reconocimiento y 
del peso molecular de las proteínas reconocidas puede deberse a múltiples factores como 
son entre otros: i) perfil de la población en estudio; ii) fuente de antígeno, homólogo o 
heterólogo, empleada; y iii) método de preparación del extracto proteico antigénico. 
En nuestro caso, el ensayo de Western Blot se ha llevado a cabo utilizando 150 µg de 
un extracto proteico de S. venezuelensis, destacando un reconocimiento en forma de smear 
de 27-41 kDa en los sueros de pacientes parasitológicamente confirmados. Así, en la gran 
mayoría (76,18%) de los sueros de pacientes con serología positiva por la técnica comercial 
ELISA-IgG IVD se reconocieron proteínas dentro de esa franja y en 19 de ellos (45,24%) en 
forma de smear. Además, dichas bandas no fueron reconocidas por los sueros de individuos 
donantes negativos o de pacientes diagnosticados con otras helmintiasis, mientras que sí se 
apreció un patrón de reconocimiento de bandas de alto peso molecular en individuos 
donantes y de 45 a 70 kDa en pacientes con otras helmintiasis. Es importante comentar que 
los pacientes con serología positiva por ELISA-IgG IVD con índices comprendidos entre 1 y 2 
presentaron un patrón de reconocimiento incluyendo bandas de alto peso molecular, 
presentes en el grupo de individuos sanos donantes y por tanto inespecíficas, y que en 
menos de un 25%, 10 de los 42 pacientes analizados que presentaron serología positiva a 
Strongyloides spp. por ELISA-IgG IVD presentaron un patrón de bandas (45-70 kDa) 
característico del grupo de pacientes con serología positiva a otras helmintiasis. 
Previamente, otros autores han destacado la reactividad con proteínas de 28, 31, 41 
y 205 kDa (Uparanukraw et al., 1999), 41, 31 y 28 kDa (Lindo et al., 1994) (Conway et al., 
1994) 96, 86, 41 y 32 kDa (Siddiqui et al., 1997), 29, 30, 31, 33,33.5, 36, 44 y 56 kDa (Atkins et 
al., 1999) y 26 kDa (Sudré et al., 2007), aunque nuestros resultados están más en 
concordancia a los obtenidos en el estudio de Silva et al. (2003), los cuales utilizaron como 
antígeno una fracción soluble de S. ratti y donde se visualizó con mayor frecuencia un smear 
de 28-35 kDa en pacientes con estrongiloidiasis, no presente en  pacientes con otras 
parasitosis intestinales ni en individuos sanos. Estos autores no describieron la reactividad 
frente a proteínas de 41 kDa encontradas en nuestro estudio, hecho que pone de manifiesto 
las posibles diferencias antigénicas entre las diferentes especies empleadas como fuente de 
antígeno y/o a los diferentes procedimientos de extracción proteica utilizados (Silva et al., 




como antígeno heterólogo un extracto proteico de S. venezuelensis, al igual que nosotros, 
identificaron en el 50% de los sueros de pacientes con presencia de larvas en sus heces un 
smear de 35-40 kDa, resultados también similares a los obtenidos por otros autores que 
emplearon la misma fuente antigénica (Machado et al., 2008; Gonzaga et al., 2011), de 
manera que los resultados obtenidos en este trabajo, apoyados por lo publicado 
previamente por otros autores, confirman el alto valor diagnóstico del complejo proteico 
entre 27 y 41 kDa.  
5.2. Diagnóstico molecular de las geohelmintiasis 
La presencia de los geohelmintos está asociada principalmente a determinadas 
condiciones socioambientales comunes para todos ellos, por lo que no es extraño la 
aparición de coinfecciones en individuos de zona endémica. Es en estas zonas donde las 
técnicas parasitológicas tienen un uso más extendido, especialmente la técnica de Kato-Katz, 
recomendada por la OMS por su bajo coste a priori en comparación con el resto de métodos 
disponibles. Sin embargo, estas técnicas no permiten la detección simultánea y correcta de 
los cinco geohelmintos, con importantes limitaciones para la detección de larvas, por lo que 
su aplicación estaría subestimando de la prevalencia de Strongyloides spp. Es por tanto 
necesario, en este escenario, el desarrollo de técnicas de detección múltiple con elevada 
especificidad. Con este fin hemos desarrollado una técnica de diagnóstico molecular, basada 
en un método de PCR en tiempo real en formato múltiplex (PCR-rt-múltiplex), para la 
detección de ADN de estos cinco parásitos de forma simultánea, en una sola reacción y a 
partir de una única muestra de heces. Tras la validación de dicha técnica, en población 
inmigrante y viajera con sospecha de padecer geohelmintiasis, se aplicó en diferentes 
poblaciones de zona endémica, en concreto en población infantil en Angola y en población 
general en Mozambique. 
Para su optimización se dispuso de material biológico de las diferentes formas 
parasitarias de cada geohelminto de interés, que nos permitió evaluar y optimizar uno de los 
puntos más importantes y crucial en los ensayos de PCR, como es la extracción de ADN a 
partir de las muestras de heces en las mejores condiciones para su amplificación. Se 
seleccionó el protocolo de extracción que mejor rendimiento proporcionó. Tal y como está 
descrito en la literatura, la rotura de los huevos de A. lumbricoides (Amoah et al., 2019; 
Ayana et al., 2019) y T. trichiura (Kaisar et al., 2017) es especialmente complicada por su 
compleja estructura, por lo que nos centramos en dichos estadios parasitarios. Partiendo del 
material disponible se contaminó una muestra de heces de un donante negativo con huevos 




extracción (QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit, Speedtools tissue DNA extraction Kit, Favorprep 
Stool DNA Isolation Mini Kit y PowerSoil DNA Isolation Kit), ya utilizados previamente por 
otros autores en ensayos de PCR (Nilforoushan et al., 2007; Sultana et al., 2013). Debido a 
que el material parasitario en ocasiones es escaso y no se encuentra distribuido de forma 
homogénea en las muestras de heces, éstas fueron concentradas previamente utilizando 
únicamente solución salina con el fin de impedir la inhibición de la técnica PCR, como puede 
suceder en otros métodos de concentración que utilizan formol y éter (Truant et al., 1981). El 
protocolo que arrojó mejores resultados en términos de cantidad y calidad de ADN obtenido 
fue el kit Favorprep Stool DNA Isolation Mini Kit que incluye la utilización de bolas de vidrio 
de diferentes tamaños para la lisis del material parasitario presente en las heces; sin 
embargo, en la evaluación en términos de amplificación de los ADNs obtenidos por los 
diferentes métodos fue el kit QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit el que rindió los mejores 
resultados. De hecho, este kit de extracción de ADN a partir de muestras de heces es el más 
ampliamente utilizado por distintos grupos de investigación (Ayana et al., 2019), y también se 
ha publicado su uso con ligeras modificaciones, como la adición de un paso de incubación a 
95ªC durante 10 minutos al inicio del protocolo (Saugar et al., 2015). Además, para la 
detección de T. trichiura, varios estudios han sugerido la incorporación de un paso extra de 
rotura con bolas de vidrio (Andersen et al. 2013; Demeler et al. 2013; Liu et al. 2013; Platts-
Mills et al. 2014; Easton et al. 2016) y en el estudio realizado por Mejia et al. (2013) se 
propone también añadir un paso de calentamiento y de centrifugación. Por todo ello, se 
decidió escoger el kit QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit como método de extracción de ADN 
para las muestras concentradas de heces con sospecha de padecer geohelmintiasis 
añadiendo un paso previo de agitación con bolas de vidrio de diferentes tamaños seguida de 
una incubación a 95 °C durante 10 minutos.  
Actualmente la bibliografía recoge múltiples variantes del método de PCR pero entre 
ellos destaca el formato en tiempo real, ya que presenta numerosas ventajas frente al 
método de PCR convencional como una mayor sensibilidad, especificidad, reproductibilidad y 
disminución del riesgo de contaminación y del tiempo de emisión del resultado (Espy, 2006). 
Dentro de los protocolos de PCR en tiempo real que pretenden conseguir además una 
detección múltiple de patógenos predominan aquellos que utilizan sondas de hidrólisis con 
diferentes fluorocromos (sondas TaqMan®) para la detección de múltiples dianas en una 
única reacción. Por este motivo y basándonos en literatura existente decidimos sintetizar las 
sondas y primers correspondientes a fragmentos diana de diferentes tamaños de las regiones 




Necator spp., Ancylostoma spp. y Strongyloides spp., genes ampliamente utilizados en 
diagnóstico molecular (Verweij et al., 2007; Basuni et al., 2011; Mejia et al., 2013; Knopp et 
al., 2014; Gordon et al., 2015; Llewellyn et al., 2016). Algunos autores han utilizado la 
tecnología MGB (Minor Groove Binding) en las sondas con el fin de aumentar la Tm de las 
mismas, lo que permite el uso de sondas más cortas ofreciendo una discriminación más 
precisa (Llewellyn et al., 2016). En nuestro trabajo se reemplazó el uso de la tecnología MGB 
en las sondas para Ancylostoma spp., Necator spp. y Trichuris spp. por la inserción de LNAs 
(Locked Nucleic Acids), tecnología que permite el mismo incremento de la Tm y que reduce 
notablemente el coste de producción de las sondas.  
Un primer paso para la puesta a punto de cada ensayo de PCR de forma individual 
para cada geohelminto consistió en comprobar la eficacia de las diferentes condiciones 
establecidas y determinar el límite de detección para cada especie de interés, 
estableciéndose en 0,10 pg para todos ellos, resultado en algunos casos superior a los 
obtenidos por otros autores para A. lumbricoides, N. americanus y S. stercoralis (Sanprasert 
et al., 2019) y en otros inferior para A. lumbricoides, A. duodenale, S. stercoralis y T. trichiura 
(Mejia et al., 2013; Pilotte et al., 2016). Estas discrepancias posiblemente fueron debidas a 
las diferencias metodológicas existentes entre los diferentes estudios.  
Una vez optimizado el protocolo de PCR de forma individual se procedió a la puesta a 
punto de la técnica PCR-rt en formato múltiplex. Se realizó un ensayo preliminar de 
evaluación de la técnica PCR-rt múltiplex en muestras procedentes del Hospital Universitario 
Severo Ochoa de Leganés, lo que nos permitió verificar la amplificación del ADN de los 
geohelmintos en estudio a partir de muestras de heces de 65 pacientes con sospecha de 
padecer geohelmintiasis, incluyendo la detección de infecciones múltiples. Más del 10 % de 
las muestras analizadas fueron positivas para al menos un geohelminto y un 2,06% de las 
muestras presentaron coinfecciones por 2 geohelmintos diferentes, una  positiva para 
Strongyloides spp. junto con Trichuris spp. y otra para Trichuris spp. junto con  Ascaris spp., 
todas ellas provenientes de pacientes africanos. Además, se identificaron todas las especies 
objeto de esta PCR, excepto Ancylostoma spp. que no se detectó en ninguno de los pacientes 
analizados. En África, a pesar de que los estudios de geohelmintos son escasos y 
generalmente en ellos se utilizan técnicas parasitológicas que no permiten diferenciar las 
especies de uncinarias, se han reportado en algunas zonas en las que se han realizado 
estudios aplicando técnicas moleculares mayores prevalencias de Necator spp. que de  




de los individuos analizados (56 de 65 pacientes) eran africanos, el tamaño de nuestra 
población podría justificar la ausencia de detección de Ancylostoma spp.  
Con el fin de completar la evaluación de la metodología e intentar obtener una 
fotografía del panorama epidemiológico de las geohelmintiasis en nuestro país, debido al 
fenómeno de migración existente, se consiguió reclutar a 122 pacientes, inmigrantes o 
viajeros, con datos clínicos, analíticos y laboratoriales de sospecha de padecer 
geohelmintiasis en diferentes hospitales del SNS. Es de destacar que 2 de los 3 hospitales 
participantes estaban localizados en Cataluña, que tal y como mencionamos anteriormente 
acoge a un 20,6% de la población extranjera residente en España, y el tercer hospital estaba 
ubicado en Almería, que presenta el 3,2% de dicha población (RCE, 2019). En relación al 
Hospital de Poniente-El Ejido, situado en la costa almeriense, éste tiene una alta experiencia 
en el cribado de inmigrantes de forma protocolizada (Salas-Coronas et al., 2018), al igual que 
en Cataluña donde diferentes investigadores han realizado numerosos estudios de 
estrongiloidiasis (Gonzalez et al., 2010; Salvador et al., 2013). En cuanto al país de origen de 
los pacientes inmigrantes reclutados el mayoritario fue Bolivia seguido de Guinea Ecuatorial, 
al igual que ocurría con las muestras recibidas para el ensayo de validación de la técnica de 
ELISA para la detección de las subclases IgG1 e IgG4 anti-Strongyloides spp. Sin embargo, en 
esta parte del estudio, destacó la presencia de un 11% de pacientes de origen asiático, 
principalmente procedentes de Bangladesh y Pakistán, todos ellos reclutados en los 
hospitales barceloneses. Este hecho se constata por la alta frecuencia de inmigrantes 
asiáticos que recibe Cataluña, y más concretamente la ciudad de Barcelona, en la que las 
nacionalidades china y paquistaní son la segunda y tercera más frecuentes (Ayuntamiento de 
Barcelona).  
En referencia a los parámetros analíticos evaluados en esta población, destacó la alta 
presencia de eosinofilia, tanto absoluta como relativa, en su mayoría de tipo leve. En este 
sentido, en una revisión reciente de los casos de estrongiloidiasis en nuestro país se recogió 
que el 80,2% de los pacientes con sospecha de enfermedad presentó eosinofilia (Salvador et 
al., 2019). Por otro lado, en nuestro estudio se detectó una IgE elevada en un 58,18% (32/55) 
de los pacientes analizados y un valor de hemoglobina por debajo de 12 g/dl en un 17,21% 
(21/122). La alta presencia de eosinofilia y de IgE elevada, así como la disminución del valor 
de la hemoglobina ha sido descrita por otros autores en numerosas ocasiones como 
consecuencia de las infecciones por geohelmintos, siendo especialmente característica la 
anemia en las infecciones por uncinarias (Iborra et al., 2009). Tras analizar los datos clínicos 




en un 15,57% (19/122) de los mismos, acorde con lo descrito por otros autores en otros 
países (Bethony et al., 2006; Puthiyakunnon et al., 2014). Sin embargo, en una reciente 
revisión realizada también en España, los síntomas gastrointestinales fueron motivo de 
consulta únicamente en el 8,4% de los pacientes, mientras que las alteraciones analíticas lo 
fueron en un 41,1% de los pacientes (Salvador et al., 2019). 
Los resultados obtenidos mediante la técnica PCR-rt-múltiplex mostraron que 30 de 
los 122 pacientes estaban monoparasitados siendo el parásito mayoritario Strongyloides spp. 
(26/30), seguido por Ascaris spp. (2/30), Ancylostoma spp. (1/30) y Necator spp. (1/30). En 
referencia a las coinfecciones, tres pacientes estaban biparasitados, uno por Ascaris spp. y 
Strongyloides spp., otro por Ancylostoma spp. y Strongyloides spp., y un tercero por Necator 
spp. y Strongyloides spp. Es de destacar que los dos pacientes positivos para Ancylostoma 
spp., uno en forma de monoparasitación y el otro de biparasitación, procedían del continente 
americano, en concreto de El Salvador y Bolivia; mientras que el origen de los dos pacientes 
positivos para Necator spp. fueron Honduras y Nigeria, de acuerdo con lo obtenido tanto en 
nuestro ensayo preliminar a partir de las muestras de heces de pacientes reclutados en el 
Hospital Universitario Severo Ochoa de Leganés como en estudios realizados por otros  
autores en diferentes países (Verweij et al., 2007; Cunningham et al., 2018). Por otro lado, los 
pacientes positivos a Ascaris spp. procedían únicamente del continente africano mientras 
que la presencia de Strongyloides spp. se encuentra representada de forma similar tanto en 
pacientes africanos como americanos y en una menor proporción en asiáticos. A pesar de 
que las tasas de infección reportadas para la estrongiloidiasis son heterogéneas  
dependiendo de la zona estudiada (Schar et al., 2013), nuestros resultados demuestran que 
la presencia de este parásito en población inmigrante de nuestro país es más elevada de lo 
publicado hasta el momento, si bien en estudios serológicos se reportan seroprevalencias 
más elevadas a lo descrito en nuestro estudio por técnicas moleculares (Salvador et al., 2013; 
Monge-Maillo et al., 2015; Barroso et al., 2019). Sin embargo, en concordancia con nuestros 
resultados destaca un estudio llevado a cabo en el Hospital de Poniente-El Ejido (Almería) 
sobre la presencia de enfermedades infecciosas en población inmigrante procedente de 
África subsahariana, América latina, Magreb y el este de Europa. En dicho estudio, el mayor 
número de casos de geohelmintiasis se detectó en aquellos pacientes procedentes de África 
subsahariana, siendo S. stercoralis el más prevalente, con un 22,4% de pacientes con larvas 
en heces. En los pacientes procedentes de América latina se detectaron casos de ascariasis, 
tricuriasis y estrongiloidiasis, siendo esta última la más común de las tres; en pacientes del 




procedentes del este de Europa únicamente de ascariasis (Cobo et al., 2016). A pesar de que 
vemos una tendencia a un menor número de casos de estrongiloidiasis en pacientes de 
países asiáticos donde existen condiciones favorables para su transmisión (Schar et al., 2013), 
es cierto que la población asiática es la menos representada en nuestra muestra.  
El hecho de que los resultados obtenidos mediante la técnica molecular de 
amplificación del ADN parasitario muestren a Strongyloides spp. como el parásito mayoritario 
concuerda con los datos proporcionados tras aplicarse las técnicas parasitológicas, en las que 
éste también fue el parásito mayoritariamente detectado tanto por el análisis en fresco como 
por cultivo en agar.  
Por otro lado, es de destacar que tras comparar los resultados obtenidos por la 
técnica parasitológica de análisis en fresco y la molecular por PCR-rt-múltiplex, obtuvimos 
que de los 29 pacientes parasitológicamente positivos para Strongyloides spp., únicamente 5 
se confirmaron por PCR mientras que 6 fueron positivos para Ancylostoma spp. La facilidad 
de los huevos de uncinarias para eclosionar a temperatura ambiente en un breve período de 
tiempo da lugar a larvas que pueden ser, en ocasiones, confundibles con el mismo estadio de 
Strongyloides spp. (Muller, 2002), hecho que podría ser una explicación de esta discordancia 
entre los resultados obtenidos por ambas técnicas. Sin embargo, no podemos descartar la 
existencia de coinfecciones no detectadas. Por otra parte, es importante señalar que la 
población estudiada es en su mayoría población inmigrante que probablemente se encuentre 
en un estado crónico de la enfermedad dificultando la detección tanto por técnicas 
parasitológicas como moleculares de los parásitos en las heces. De hecho, tal y como hemos 
visto también en nuestro estudio, en lo relativo a la detección de Ascaris spp. sólo 3 de los 6 
pacientes positivos por análisis en fresco lo fueron por la técnica PCR-rt-múltiplex, de los 5 
positivos por análisis en fresco para Trichuris spp., únicamente se pudo realizar la técnica 
PCR-rt-múltiplex en una muestra resultando ésta negativa y de los 10 positivos por análisis en 
fresco para uncinarias, solamente 2 fueron positivos a Necator spp. por PCR-rt-múltplex. Este 
hecho justifica la necesidad de utilizar, en este perfil de pacientes, la combinación de técnicas 
con el fin de aumentar la sensibilidad diagnóstica de las mismas.  
Paralelamente, tras el análisis estadístico de los resultados en cuanto a los 
parámetros clínico-analíticos recogidos de los pacientes se observó que, aunque en ningún 
caso de forma significativa, al aplicar únicamente las técnicas parasitológicas, existía una 
mayor proporción de positivos a geohelmintos en aquellos pacientes que presentaban 




hemoglobina mayor de 12 g/dl. Sin embargo, al analizar los datos obtenidos con la PCR-rt-
múltiplex, tanto individualmente como en combinación con las técnicas parasitológicas, 
obtuvimos una mayor proporción de casos de geohelmintiasis en aquellos individuos que 
presentaban eosinofilia, una elevada IgE y una hemoglobina por debajo de 12 g/dl, pasando 
las manifestaciones gastrointestinales y cutáneas a un segundo plano. En relación con esto, 
es posible que la presencia de manifestaciones gastrointestinales se pueda relacionar con 
episodios agudos de la infección, correspondiendo éstos a su vez con una mayor expulsión de  
parásitos. 
Por último, los 52 pacientes positivos por técnicas parasitológicas fueron sometidos a 
tratamiento siguiendo los protocolos establecidos en cada hospital participante y tres meses  
después del tratamiento se consiguió realizar el seguimiento en 26 pacientes, resultando 
todos ellos negativos por técnicas parasitológicas. Sin embargo, 2 pacientes resultaron 
positivos por PCR-rt-múltiplex, uno de ellos a Strongyloides spp. y otro por coinfección a 
Strongyloides spp. y Necator spp. Algunos autores sugieren que en el caso de la 
estrongiloidiasis es posible detectar el parásito hasta un año después del tratamiento debido 
a un fenómeno de reactivación (Repetto et al., 2018). Sin embargo, en nuestro estudio fue 
posible realizar un segundo seguimiento en 22 de estos pacientes a los 6 meses y se pudo 
comprobar que tras este tiempo en todos los pacientes las técnicas parasitológicas y la 
molecular de PCR-rt-múltiplex fueron negativas, acorde también a lo propuesto en otros 
estudios (Bisoffi et al., 2011; Buonfrate et al., 2019). Nuestros resultados revelan que para la 
evaluación de la eficacia del tratamiento y el seguimiento de los pacientes la técnica PCR-rt-
múltiplex fue más sensible que las técnicas parasitológicas aplicadas. 
A continuación, se llevó a cabo la aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex para el 
diagnóstico de geohelmintiasis en tres poblaciones de dos zonas consideradas endémicas. En 
primer lugar se aplicó en población infantil, en 100 niños de edades comprendidas entre 5 y 
14 años procedentes de diferentes comunas de la provincia de Benguela, en Angola. 
Mediante la técnica PCR-rt-múltiplex, se detectó un 17% (17/100) de niños positivos a 
geohelmintiasis, destacando la alta presencia de Strongyloides spp.  (11/100) seguida de 
Necator spp. (5/100) y de Ascaris spp. (1/100), sin detectarse infecciones múltiples. La 
comuna que presentó una menor presencia de parásitos fue Cubal, donde los 25 niños 
analizados disponían de cuarto de baño en casa, lo que podría ser un signo de encontrarse en 
unas mejores condiciones sociosanitarias que el resto de niños de las otras comunas 
estudiadas. No obstante, estos resultados difieren de lo publicado por nuestro grupo en el 




Strongyloides spp. cercana al 30% al utilizar la técnica de PCR-rt-Strongyloides spp. (Dacal et 
al., 2018). La discrepancia entre los resultados para Strongyloides spp., tras utilizar ambas 
técnicas de diagnóstico molecular, puede deberse a que probablemente la técnica PCR-rt-
Strongyloides spp., orientada a la detección de una única especie, sea más sensible que la 
PCR-rt-múltiplex en la que se detectan los 5 geohelmintos simultáneamente. Además,  
durante el tiempo de almacenamiento de las muestras entre la realización de ambas técnicas 
se ha podido producir un deterioro del ADN, propiciando una menor detección de 
Strongyloides spp. en la técnica que se realizó con posterioridad, en este caso la PCR-rt-
múltiplex.  
Por otra parte, en nuestro trabajo las dos comunas en las que mayor número de 
parásitos se han encontrado han sido Yambala y Capupa, ambas ubicadas en la zona sur del 
municipio de Cubal. Estas muestras a su vez fueron procesadas por dos técnicas 
parasitológicas, análisis en fresco y la técnica de Baermann, detectándose mediante análisis 
en fresco 1 positiva para Ascaris spp., 3 para Strongyloides spp. y destacando que 17 fueron 
positivas para uncinarias. Tras la realización de la técnica de Baermann obtuvimos 4 muestras 
positivas a Strongyloides spp. Todas las muestras positivas para Strongyloides spp. por 
técnicas parasitológicas se confirmaron por la técnica PCR-rt-múltiplex. Sin embargo, de las 
muestras positivas para uncinarias únicamente 5 lo fueron para Necator spp. y ninguna para 
Ancylostoma spp. mediante la técnica PCR-rt-múltiplex. Esta discrepancia en la detección de 
uncinarias puede deberse principalmente a un retraso en el procesamiento de las muestras a 
la hora de aplicar las técnicas moleculares y dado que los huevos de uncinarias son muy 
lábiles, podría dificultarse la detección de estos parásitos de forma molecular por un bajo 
rendimiento de un ADN óptimo. Sorprendementeme, es de resaltar que recientemente se ha 
publicado un estudio en el que se menciona la existencia de un parásito denominado 
Ternidens deminutus que coloquialmente se le conoce como la “falsa uncinaria” por la 
similitud de los huevos entre ambos, por lo que también podríamos explicar parte de esta 
falta de concordancia entre las técnicas parasitológicas y moleculares por una falsa 
positividad en los resultados obtenidos por microscopía (Bradbury, 2019). Sería interesante 
disponer de herramientas moleculares que nos permitieran realizar el diagnóstico diferencial 
de uncinarias y T. deminutus. Es de mencionar que en este estudio no encontramos niños 
positivos a Trichuris spp. y aunque no existen numerosos estudios acerca de la presencia de 
geohelmintiasis en este país, tanto en el realizado en una escuela de la ciudad de Lubango 
por Oliveira et al. (2015) como en el llevado a cabo en el Hospital General de Bengo por 




presencia de este parásito. La ausencia de los parásitos Trichuris spp y Ancylostoma spp. y 
además la baja carga que obtuvimos para Ascaris spp. en las muestras estudiadas podría ser 
debida al método de extracción utilizado, ya que al pertenecer estas muestras a un estudio 
previo para la detección únicamente de Strongyloides spp. (Dacal et al., 2018), el protocolo 
de obtención de ADN utilizado no incluyó el paso previo de lisis con bolas de vidrio 
optimizado para la extracción de ADN de todos los geohelmintos. Esto ha podido suponer un 
obstáculo en la detección molecular de ambos parásitos presentes en estadio de huevo en 
las muestras de heces. De hecho, el parásito más frecuente en un estudio publicado 
recientemente en Angola donde se analizan muestras de población infantil fue Trichuris spp. 
con un 9%, detectándose una prevalencia global de geohelmintos del 17,9% (Lemos et al., 
2019) . 
En referencia a la información demográfica y epidemiológica recogida, más de la 
mitad de la población estudiada (66%; 66/100) caminaba descalza, un 87,76% (86/98) tenía 
contacto con animales domésticos y un 88% (88/100) consumía vegetales crudos, factores 
fundamentales descritos en la transmisión de las geohelmintiasis (Brooker et al., 2004). El 
análisis de los posibles factores de riesgo y manifestaciones clínicas apunta, aunque no de 
forma significativa, a la existencia de un mayor riesgo de padecer geohelmintiasis en aquellos 
individuos que caminan descalzos, son mayores de 9 años y manifiestan tos y prurito. Estos 
factores los encontramos de forma más frecuente en nuestra población asociados a la 
presencia de Necator spp. y de Strongyloides spp., como ya se ha descrito anterirormente 
(Bird et al., 2014; Ngui et al., 2015; Halwindi et al., 2017). 
Siguiendo la misma metodología, la técnica desarrollada fue aplicada para el 
diagnóstico de geohelmintiasis en otra zona endémica africana, en concreto en dos focos 
geográficos,  Maputo y Zambezia, de Mozambique. Se analizaron un total de 300 individuos 
correspondientes a población general adulta, 200 de ellos procedentes de la provincia de 
Maputo, y 100 de Zambezia. En la provincia de Maputo se detectó la presencia de al menos 
algún geohelminto en un 46,5% (93/200). El parásito detectado mayoritariamente fue 
Necator spp. seguido de Strongyloides spp., Ascaris spp. y Trichuris spp. Aunque los datos de 
prevalencia de uncinarias en Mozambique publicados por Augusto et al. (2009) y Meurs et al. 
(2017) son muy similares a los obtenidos por nosotros, la presencia de A. lumbricoides y 
Trichuris spp. reportada por dichos autores fue mucho mayor que la que encontramos en 
nuestro estudio. En este sentido es importante destacar que la población analizada por 
Augusto et al. (2009) pertenecía a la edad infantil, donde está descrito que estos dos 




población adulta de una zona muy concreta de la provincia de Beira. Además, destacar que 
aunque en nuestro estudio encontramos un 86,02% de los casos positivos a un solo 
geohelminto, detectamos hasta un 13,98% de coinfecciones, principalmente biparasitaciones 
por Necator spp. y Strongyloides spp., seguido de Necator spp. y Ascaris spp. y de Necator 
spp. y Trichuris spp., dato más elevado que el obtenido por dichos investigadores (Augusto et 
al., 2009; Meurs et al., 2017). 
Dado que en todas las muestras se realizaron técnicas parasitológicas, dos Kato-Katz 
y un Telleman, se pudo llevar a cabo la comparación de los resultados parasitológicos con los 
obtenidos por la técnica molecular observando una mayor detección de todos los parásitos 
por la técnica PCR-rt-múltiplex. En el caso de Ascaris spp. el porcentaje de positivos por las 
técnicas parasitológicas fue menor o igual al 5%, sin embargo al utilizar la técnica molecular 
éste se duplicó (10,05%; 20/199) cuando dicha técnica se comparó con el Kato-Katz. Este 
hecho es aún más remarcable en el caso de Strongyloides spp., donde únicamente se 
detectaron dos pacientes positivos, un 1,01%, por la técnica de Telleman mientras que 
utilizando la técnica PCR-rt-múltiplex se alcanzó un 11,56% de positivos. También en el caso 
de uncinariasis obtuvimos un porcentaje mayor de positivos por PCR-rt-múltiplex, con un 
38,19% para Necator spp. mientras que por técnicas parasitológicas tan solo se alcanzó un 
24,74% de pacientes positivos tras la aplicación de la técnica de Telleman. Por último y 
aunque en menor porcentaje también se obtuvó un 5,53% de pacientes positivos para 
Trichuris spp. utilizando la técnica molecular mientras que por técnicas parasitológicas se 
consiguió detectar el 3,54%. Aún así, los datos de prevalencia obtenidos mediante las 
técnicas parasitológicas fueron superiores a los descritos por microscopía en un estudio 
realizado en el mismo distrito de Manhiça (Mandomando et al., 2007). La mayor discrepancia 
la obtuvimos entre los métodos parasitológicos y los moleculares en los resultados de 
detección de Strongyloides spp., lo que se podría considerar coherente ya que la sensibilidad 
de  las dos técnicas parasitológicas utilizadas es baja y en concreto la técnica de Kato-Katz no 
es útil para la detección de larvas. Por otro lado, y al igual que ocurrió en el estudio llevado a 
cabo en Angola, en esta población no se detectó la presencia de Ancylostoma spp., pero en 
este estudio sí se realizó la inclusión en el método de extracción del paso de lisis con bolas de 
vidrio de diferentes tamaños y la incubación previa a 95 °C durante 10 minutos, lo que 
posiblemente nos permitió una mayor detección de Ascaris spp. y Trichuris spp. a diferencia 
de lo obtenido en el estudio realizado en Angola donde únicamente una muestra fue positiva 




Con respecto a la otra provincia de Mozambique analizada, Zambezia, en el análisis 
de 100 individuos de población general únicamente en 8 de ellos (8%) se detectó la presencia 
de geohelmintos y, destacando que en uno de ellos, por PCR-rt-múltiplex, se detectó  
Ancylostoma spp. El 87,5% de los casos respondieron a monoparasitaciones (2 positivos a 
Strongyloides spp., 2 positivos a Trichuris spp., 1 positivo a Ancylostoma spp., 1 positivo a 
Necator spp., y 1 positivo a Ascaris spp.) y el 12,5% a una coinfección por Ascaris spp. y 
Necator spp. El distrito de Quelimane, capital y ciudad más grande dentro de Zambezia, 
situado en la región costera oriental del país, fue el que englobó el mayor porcentaje de 
casos de geohelmintiasis acorde con los resultados obtenidos por Augusto et al. (2009), 
aunque nuestros datos revelan en general una menor presencia de los geohelmintos en dicha 
zona en comparación con este estudio donde las prevalencias obtenidas son mayores.  
Aunque es cierto que encontramos más frecuentemente las coinfecciones por dos 
parásitos en todas las poblaciones estudiadas mediante la técnica PCR-rt-múltiplex, la 
monoparasitación sigue siendo la forma más recurrente. Los estudios epidemiológicos 
realizados en geohelmintiasis hacen referencia a la ascariasis seguido de las uncinariasis 
como las parasitosis más frecuentes; sin embargo, en nuestro estudio observamos una 
mayor presencia de estrongiloidiasis tanto en pacientes inmigrantes como en aquellos que 
residen en las dos zonas endémicas africanas evaluadas (Angola y Mozambique). Este hecho 
tiene sentido ya que en la bibliografía disponible existen pocos estudios de estrongiloidiasis 
que utilicen las técnicas adecuadas para su detección. Las discordancias obtenidas entre los 
resultados parasitológicos y moleculares nos hace plantearnos que el trabajo de campo 
presenta numerosas limitaciones en cuanto al correcto y adecuado almacenamiento de las 
muestras y el tiempo de procesamiento de éstas dado las condiciones e infraestructuras 
propias de estas zonas, que nos impiden abordar de una forma óptima el diagnóstico 
molecular de estas enfermedades. Además, en el caso de la estrongiloidiasis esta limitación 
no sólo afecta a las técnicas moleculares sino que las técnicas parasitológicas adecuadas para 
el correcto diagnóstico de esta geohelmintiasis requieren unas determinadas condiciones 
que las hacen de difícil ejecución en los trabajos de campo, principalmente la necesidad de 
realizar el análisis de muestras de heces frescas mediante Baermann, cultivo en agar y 
Harada Mori para permitir la viabilidad de las larvas. 
Actualmente, existen diferentes plataformas e instituciones, tanto públicas como privadas, 
que muestran un gran interés en el control de estas enfermedades, ya que además su propia 
presencia contribuye a la perpetuación de la pobreza, en contra del primero de los 17 




fin de la misma. Todo apunta a que el control de las enfermedades tropicales desatendidas y 
en especial las geohelmintiasis debe ser abordado desde una perspectiva multidimensional y 
bajo el prisma de la iniciativa de One Health que propone un enfoque común a la salud 
humana, animal y ambiental. Por tanto, conocer la prevalencia real de estas enfermedades 
es el indicador clave para la selección de las medidas de control adecuadas y ésto solo se 
puede llevar a cabo utilizando un correcto diagnóstico e implementando programas de 
administración masiva de fármacos. Así, de nuevo se hace imprescindible la utilización de 
herramientas altamente sensibles y específicas que permitan evaluar la respuesta a estos 
programas, sin olvidar las acciones de mejora de las condiciones ambientales y la reducción 
de las prácticas de riesgo asociadas a estas enfermedades. Es por ello que en nuestro trabajo 
se han querido evaluar las herramientas diagnósticas desarrolladas serológicas y moleculares 
no solo desde el punto de vista diagnóstico sino también de control post-tratamiento, puesto 
que cada vez se hacen más imprescindibles métodos más sensibles y específicos que sean 

















1. El empleo de un antígeno heteorólogo de S. venezuelensis como fuente antigénica, ha 
permitido el desarrollo de un método ELISA para la determinación de inmunoglobulinas de 
las subclases G1 y G4 y de un ensayo de Western Blot para el diagnóstico de la 
estrongiloidiasis. Si bien la técnica comercial ELISA IgG-IVD es una excelente herramienta 
para el cribado de la estrongiloidiasis, un correcto diagnóstico de casos implica la utilización 
de diferentes técnicas serológicas complementarias y el método ELISA para la detección de 
IgG1 e IgG4 mejora la interpretación de los resultados que por ELISA IgG-IVD rinden valores 
de índice entre 1 y 2, y el reconocimiento por Western Blot del complejo proteico de 27 a 41 
KDa es confirmatorio por su alto valor diagnóstico. 
 
2. En nuestro estudio la mayor detección de inmunoglobulinas de la subclase G1 se obtuvo al 
analizar la población inmigrante, pudiendo coexistir con la subclase G4, mientras que en la 
población viajera IgG1 no fue detectada. Nuestros resultados sugieren que la subclase G1 
perdura más a lo largo del tiempo y la presencia de la subclase G4 puede estar relacionada 
con ciclos de autoinfección, ya que tras el análisis cualitativo y cálculo del índice Kappa la 
presencia de IgG4 está relacionada con la detección del parásito en heces mediante la 
técnica de PCR-rt Strongyloides spp. 
 
3. En los pacientes incluidos en nuestro estudio, inmigrantes y viajeros, de acuerdo a los 
datos analíticos y laboratoriales obtenidos podemos diferenciar dos patrones: i) IgE elevada y 
resultado positivo por ELISA IgG1/IgG4 se relacionaría con un paciente crónico con un 
proceso de autoinfección, y ii) una menor elevación de IgE y un resultado positivo por ELISA 
IgG1 con un paciente crónico sin ciclos de autoinfección. No obstante, sería necesario realizar 
nuevos estudios con un mayor número de individuos viajeros y con diferentes perfiles para 
un mejor conocimiento de la dinámica de las subclases de inmunoglobulinas G1 y G4. 
 
4. El elevado porcentaje de resultados positivos obtenidos en pacientes viajeros apoya la 
necesidad de realizar un cribado sistemático a aquellos que regresan de países de alta 
endemicidad y de sospechar de la presencia de esta parasitosis en pacientes que provienen 





5. En los pacientes incluidos en nuestro estudio con estrongiloidiasis e inmunodeprimidos, 
por la presencia de los virus VIH y HTLV-1 u otras causas de inmunosupresión, la combinación 
de las técnicas serológicas de ELISA IgG-IVD y de determinación de subclases de isotipos 
junto con la técnica molecular de PCR-rt Strongyloides spp. ha permitido realizar un 
diagnóstico correcto, seguro y fiable de la enfermedad en este tipo de pacientes. 
 
6. Tanto para los pacientes inmunocompetentes como inmunodeprimidos en la población 
inmigrante y viajera estudiada, las diferencias altamente significativas en los valores de 
índice obtenidos por ELISA IgG-IVD y ELISA IgG1/G4, antes y después del tratamiento, hacen 
de estas técnicas unas candidatas excelentes para el seguimiento de los pacientes tratados, 
siendo la subclase mayoritariamente detectada en los pacientes tras 6 meses post-
tratamiento la G1 y no así la subclase G4. 
 
7.  La optimización de un protocolo de extracción de ADN  para las muestras concentradas de 
heces de pacientes con sospecha de presencia de Ascaris spp., Trichuris spp., Necator spp., 
Ancylostoma spp. y Strongyloides spp.,  incluyendo un paso de agitación con bolas de vidrio 
de diferentes tamaños seguido de una incubación a 95 °C durante 10 minutos, previo al 
empleo del kit QIAamp Fast DNA Stool, ha sido un punto clave para conseguir una mayor 
eficacia en la rotura de los huevos de Ascaris spp. y Trichuris spp. y en consecuencia un 
mayor rendimiento en el aislamiento de ADN de dichos estadios parasitarios de compleja 
estructura.  
 
8.  Se ha desarrollado una técnica de PCR en tiempo real (PCR-rt)  para la detección de forma 
individual de Ascaris spp., Trichuris spp., Necator spp., Ancylostoma spp. y Strongyloides spp. 
y  de  forma conjunta de los cinco geohelmintos en estudio (PCR-rt-múltiplex). La aplicación 
de  la técnica  PCR-rt-múltiplex por primera vez en nuestro país en muestras de heces de 
inmigrantes y viajeros y en poblaciones de zonas endémicas de África ha permitido  el 
diagnóstico de geohelmintiasis únicas  y de multi-infecciones por dos o más geohelmintos. 
 
9.  Los resultados obtenidos por la técnica PCR-rt-múltiplex en pacientes con geohelmintiasis, 
antes y después de ser tratados, revelan  que este método es una alternativa eficaz para la 
evaluación de la eficacia del tratamiento a los 3 y 6 meses post-tratamiento, siendo más 






10.  Strongyloides spp. ha sido el geohelminto mayoritariamente detectado en  las 
poblaciones inmigrante y viajera de nuestro país e infantil de Angola analizadas,  y tras las 
uncinarias  en la población general de Mozambique, hecho que confirma la sospecha de 
subestimación  de esta parasitosis y la necesidad de establecer programas de control 
específicos para ella. 
 
11. La aplicación de la técnica PCR-rt-múltiplex en población infantil y comunitaria  de zonas 
endémicas africanas, Angola y Mozambique  ha puesto de manifiesto una elevada 
discordancia entre los resultados parasitológicos y moleculares obtenidos,  planteando que  
el trabajo de campo presenta numerosas limitaciones en cuanto al almacenamiento de las 
muestras a analizar y en el tiempo de procesamiento de éstas dado las condiciones e 
infraestructuras propias de estas zonas,  las cuales dificultan  abordar de una forma óptima el 
diagnóstico molecular de estas enfermedades. 
 
12. Como resultado de este trabajo, la técnica ELISA para la determinación de las subclases 
de isotipos  IgG1 e IgG4 se ha incorporado en la Cartera de Servicios del Centro Nacional de 
Microbiología del Instituto de Salud Carlos III para los hospitales del SNS y la técnica PCR-rt-
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Anexo 2. Cuestionario de studio de geohelmintos y Strongyloides stercoralis 
 
